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ABKÜRZUNGEN 
%  Prozent 
µ   Mikro 
Abb.  Abbildung 
ACD   acid-citrate-dextrose 
ADP   Adenosin-Diphosphat 
AMD   age-related macular degeneration, altersbedingte Makuladegene-
ration 
ATP   Adenosin-Triphosphat 
BSA   bovine serum albumin, bovines Serumalbumin 
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ddH20  deionisiertes Wasser 
DMEM  Dulbecco’s modified eagle Medium 
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ECGS  endothelial cell growth supplement 
ELISA  Enzyme-linked immunosorbent Assay 
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FSC   Forward scatter 
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Gewebehomöostase und Heilungsmechanismen sind für jedes Lebewesen 
von fundamentaler Bedeutung. Selbst einfachste Bakterien sind auf diese Me-
chanismen für das eigene Überleben angewiesen. Im Jahr 2015 erhielt Tomas 
Lindahl zusammen mit zwei anderen Wissenschaftlern den Nobelpreis für Che-
mie für seine Arbeit über DNA-Reparaturmechanismen von Bakterien (Lindahl, 
1974). In einem so viel komplexeren Organismus wie dem von Säugetieren, gibt 
es zahllose Systeme, welche zusammen die Gewebehomöostase gewährleisten. 
Ein gut bekanntes Beispiel für solch ein System stellt das Immunsystem dar, wel-
ches für die Verteidigung des Organismus gegen äußere Störeinflüsse in der 
Form von Krankheitserregern zuständig ist (Ricklin et al., 2010). Doch auch nach 
innen kann das Immunsystem den Organismus verteidigen und so beispiels-
weise in einigen Fällen vor der Bildung von Neoplasien schützen (Corthay, 2014). 
Darüber hinaus hat das Immunsystem viele weitere Funktionen. Von Bedeutung 
für diese Arbeit ist, dass es auch bei kardiovaskulären Erkrankungen, denen 
meist atherosklerotische Gefäßveränderungen zugrunde liegen, eine wichtige 
Rolle spielt (Libby et al., 2009).  
Auch Traumata gehen mit einer massiven Störung der Gewebehomöostase 
einher. Nach Entstehung einer Wunde öffnet dies ubiquitär vorkommenden Bak-
terien eine Eintrittspforte. Das Immunsystem spielt hier also eine bedeutende Ab-
wehrrolle. Ebenso wichtig ist in einer solche Situation aber, dass der entstandene 
Defekt so schnell wie möglich verschlossen wird. Von besonderer Bedeutung ist 
der Verschluss von Gefäßen, da sonst unkontrolliert Volumen als Blut verloren 
geht (Nording et al., 2015). Die Schädigung eines Gefäßes geht mit der Schädi-
gung der innersten Schicht der Gefäßwand einher, welche als Endothel bezeich-
net wird. Blutplättchen sind spezialisiert darauf, auf Endothelschäden schnell und 
effektiv zu reagieren. Sie sind die Schlüsselzellen der primären Hämostase. Das 
plasmatische Gerinnungssystem stabilisiert den so entstandenen Thrombus mit-
tels Thrombinbildung  (Nording et al., 2015; Gawaz et al., 2005; Hagedorn et al., 
2010; Jackson, 2011; Nieswandt et al., 2011; Berndt et al., 2014; Etulain and 




Gewebeschädigung kann allerdings nicht nur in Folge eines externen Trau-
mas entstehen. Bei einem Myokardinfarkt wird Herzmuskelgewebe durch den 
Verschluss des versorgenden Gefäßes und daraus resultierender Ischämie ge-
schädigt. Die Genese eines Myokardinfarktes ist meist die Ruptur eines athero-
sklerotischen Plaques (Thygesen et al., 2012)., welcher sich über einen langen 
Zeitraum in der Gefäßwand gebildet hat (Galkina and Ley, 2009). Blutplättchen 
tragen sowohl zur Bildung dieses Plaques in der Gefäßwand bei, als auch zu 
dessen Ruptur und insbesondere dem darauf folgenden thrombotischen Gefäß-
verschluss (Nording et al., 2015). Die Hemmung der Funktion von Blutplättchen 
ist als Therapiestrategie in der Akutsituation beim Myokardinfarkt wie auch bei 
der Prävention der Atherosklerose weithin akzeptiert (Ruggeri et al., 2010; 
Dütting et al., 2012).  
Die Rolle des Immunsystems oder von Blutplättchen ist also je nach Kontext 
sehr unterschiedlich. Bei einer Verletzung sind Blutplättchen unverzichtbar als 
Mediatoren der primären Hämostase, bei einem Infarkt tragen sie maßgeblich 
zum Krankheitsgeschehen bei. Trotz der apparenten Unterschiede dieser Situa-
tionen, haben beide gemein, dass Gewebe durch Ischämie bedroht ist. Ischämie 
ist definiert als insuffiziente Versorgung mit oxygeniertem Blut (Semenza, 2001). 
Resultiert die Ischämie aus einem Gefäßverschluss oder der traumatischen 
Durchtrennung eines Gefäßes, hängt der Grad der Gewebeschädigung in beiden 
Fällen davon ab, wie schnell die Gewebeischämie beendet wird, wie schnell also 
das Gewebe wieder mit oxygeniertem Blut versorgt wird (Hearse and Bolli, 1992). 
In der modernen Medizin wird dieses Wissen alltäglich angewandt. Im akuten 
Herzinfarkt wird das Myokardgewebe schnellstmöglich revaskularisiert 
(Hochman et al., 2006; Amsterdam et al., 2014). Auch bei Wunden und insbe-
sondere deren Maximalform, wenn eine Gliedmaße vollständig abgetrennt ist, 
kommt es darauf an, die Versorgung des ischämischen Gewebes zügig wieder-
herzustellen (Leclère et al., 2012).  
Es gibt ein körpereigenes Homöostasesystem, welches zum Ziel hat, die 
Durchblutung minderversorgten Gewebes wieder zu ermöglichen. Gewebeischä-
mie ist einer der wichtigsten Stimulatoren der Angiogenese, das heißt der Blut-




anderem zur Freisetzung von vascular endothelial growth factor (VEGF). Hier-
durch wird die rasche Proliferation von Endothelzellen und das Wachstum von 
neuen Gefäßröhren aus bestehenden Gefäßen induziert (Carmeliet, 2005).  
Angiogenese, Blutplättchen und das Immunsystem stehen also funktionell 
als Homöostasemechanismen aber auch zeitlich und örtlich in engem Zusam-
menhang. Diese Arbeit befasst sich mit den Überschneidungspunkten zwischen 
diesen Systemen.  
1.1 Kardiovaskuläre Erkrankungen 
Kardiovaskuläre Erkrankungen spielen in der modernen Medizin eine zen-
trale Rolle. Zum Einen stellen kardiovaskuläre Krankheiten wie die koronare 
Herzerkrankung oder der akute Myokardinfarkt die Haupttodesursache in Europa 
dar (Stand 2012, Europäische Gesundheitsbericht 2012, 2015). Des Weiteren 
weisen diese Erkrankungen eine hohe Morbidität auf und sind auch global aus 
gesundheitsökonomischer Sicht von größter Bedeutung (Smith et al., 2013). Ei-
ner Herz- und Gefäßerkrankung zugrunde liegt in den meisten Fällen die athero-
sklerotische Veränderung von Arterien. Atherosklerose ist ein chronisch-
inflammatorischer Umbau der Blutgefäße, wobei das Immunsystem eine wichtige 
Rolle spielt (Galkina and Ley, 2009). Bei der Entstehung der Atherosklerose spie-
len insbesondere immunologisch prozessierte Lipide eine zentrale Rolle (Zeibig 
et al., 2011), welche zur Anlockung weiterer Immunzellen beitragen und die Bil-
dung sogenannter Schaumzellen insbesondere aus Monozyten vorantreiben  
(Galkina and Ley, 2009). Die Atherosklerose lässt sich einteilen in ein Initiations-
stadium, bei der die Entzündung der Gefäßwand beginnt, in ein Progressionssta-
dium, bei dem der atherosklerotische Plaque größer wird und das Gefäß langsam 
obstruiert, und in ein Spätstadium, bei der der Gefäßwandplaque instabil wird 
und schließlich aufreißt (Galkina and Ley, 2009; Nording et al., 2015). Throm-
bozyten sind an jedem dieser Stadien beteiligt (Nording et al., 2015), wie später 





Abb. 1: Pathophysiologie der Atherosklerose 
  Schematische Darstellung der Einflüsse verschiedener Komponenten des Im-
munsystems auf die verschiedenen Stadien der Atherosklerose . Abkürzungen: 
Ab, Antikörper; Hb, Hämoglobin; HSP, heat shock protein; NET, neutrophil 
extracellular trap; PF4, platelet factor 4; SMC, glatte Muskelzelle; Treg, regulatori-
sche T-Zelle; VALT, vascular-associated lymphatic tissue. Abbildung modifiziert 
nach (Nording et al., 2015). 
Letztlich führen atherosklerotische Erkrankungen also zu einem Verschluss 
arterieller Gefäße. Dieser Verschluss kann schleichend vonstattengehen. Tritt 
eine solche langsam progrediente Verengung der Herzkranzarterien auf, so kann 
sich dies als stabile Angina pectoris klinisch manifestieren (Thygesen et al., 
2012). Unter Belastung ist das Lumen des Gefäßes dann zu klein, um den Herz-
musekel noch adäquat zu versorgen. Daher treten durch Myokardischämie ver-




gewordener atherosklerotischer Plaque, was die Freilegung des thrombogenen 
Kerns zu Folge hat, was Thrombozyten aktiviert und letztlich zu Aktivierung der 
Gerinnungskaskade führt. Durch den sich so bildenden Thrombus wird das Ge-
fäß ganz oder zum großen Teil verschlossen (Thygesen et al., 2012; Libby and 
Theroux, 2005). In beiden Fällen führt dies dazu, dass das Herzmuskelgewebe 
unzureichend mit oxygeniertem Blut versorgt wird. Das aktuelle Therapiekonzept 
hierfür ist die Wiedereröffnung verschlossener oder kritisch verengter Gefäße 
mittels sogenannter Angioplastie (Hochman et al., 2006). Statt das erkrankte Ge-
fäß wieder durchgängig zu machen, kann aber auch die Bildung neuer Umge-
hungsgefäße die Gewebeischämie abwenden, insbesondere bei der langsam 
progredienten KHK. Die Stimulation der Neubildung von Blutgefäßen, der Angio-
genese, stellt also einen potentiellen therapeutischen Ansatz atherosklerotischer 
Erkankungen dar (Mitsos et al., 2012).  
Wie bereits initial dargestellt, sind das Immunsystem, Thrombozyten und An-
giogenese eng zusammenhängende Regulationssysteme. Auch bei kardiovas-
kulären Erkrankungen stehen diese Systeme miteinander in Verbindung. Durch 
die weitere Erforschung ihres Zusammenspiels, könnten sich in Zukunft neue 
therapeutische Ansätze bei kardiovaskulären Erkrankungen ergeben.   
1.2 Angiogenese 
Angiogenese bezeichnet die Bildung neuer Blutgefäße ausgehend von be-
reits bestehenden vaskulären Netzwerken. Vor etwa 40 Jahren begründete Ju-
dah Folkman die Angiogeneseforschung (Folkman, 1971; Mitsos et al., 2012). 
Seitdem ist klar, dass Endothelzellen die Schlüsselrolle bei der Angiogenese 
spielen. Dies sind Zellen, die das Innere jedes Gefäßes auskleiden und somit 
den Kontakt mit den Blutbestandteilen vermitteln (Carmeliet, 2005). Angiogenese 
muss vom Begriff der Vaskulogenese und der Arteriogenese abgegrenzt werden. 
Vaskulogenese bezeichnet die Bildung neuer Gefäße aus endothelilalen Proge-
nitorzellen. Dieser Zelltyp entsteht aus den gleichen Vorläufern wie hämatopoie-
tische Progenitorzellen. Die Blut- und Immunzellen wie auch die Endothelzellen 




gern sich endotheliale Progenitorzellen zusammen, formen sogenannte Häman-
gioblasteninseln und differenzieren zu Endothelzellen (Risau and Flamme, 
1995), wobei ihre Differenzierung als venöse oder arterielle Endothelzellen schon 
in diesem Stadium festgelegt wird (Coultas et al., 2005; Carmeliet, 2005). Das 
weitere Wachstum des so entstandenen primitiven Gefäßnetzwerkes wird als An-
giogenese bezeichnet. Dieser Begriff bezieht sich dabei nicht nur auf die Pro-
zesse im sich entwickelnden Organismus, der Embryogenese, sondern auch auf 
das Aussprossen eines bereits existierenden Gefäßnetzwerkes, sollte dies zur 
Erhaltung der Gewebehomöostase erforderlich werden. Migration und Prolifera-
tion der Endothelzellen spielen hierbei die Hauptrolle und resultieren in der Bil-









Abb. 2: Unterscheidung von Vaskulogenese und Angiogenese 
  Schematische Darstellung der de novo Neubildung neuer Blutgefäße durch den 
Zusammenschluss von endothelialen Vorläuferzellen, der Vaskulogenese (A). Die 
Bildung neuer Kapillargefäße aus bereits bestehenden Blutgefäßen mit Ausspros-
sung und Proliferation von Endothelzellkanälen wird als Angiogenese bezeichnet 
(B).  
Im Verlauf der Angiogenese werden primitive endotheliale “tubes“ von Peri-
zyten und glatten Muskelzellen (smooth muscle cells, SMC) ummantelt. Perizy-
ten haben nicht nur die Funktion, das Endothel physikalisch zu stabilisieren und 
zu schützen, sondern haben auch eine wichtige Rolle bei der immunologischen 
„Abschirmung“ des Endothels. Darüber hinaus sekretieren Perizyten verschie-
dene parakrine Faktoren wie VEGF und angiopoietin-1 zur Konsolidierung des 
Gefäßes (Song et al., 2005). SMCs machen es einem Gefäß möglich, den Durch-
messer zu variieren und damit den Durchfluss und den dadurch entstehenden 
Druck zu regulieren. Dies spielt insbesondere bei der Bildung von Arterien und 
Arteriolen eine Rolle. Die Bildung dieser Art von Blutgefäßen wird als Arterioge-
nese bezeichnet (Bergmann et al., 2006).  
Arteriogenese unterscheidet sich von Angiogenese in einer Reihe von As-
pekten. Auch Arteriogenese bezeichnet das Aussprossen bestehender Blutge-
fäße. Dies geschieht hierbei allerdings nicht, indem primitive Endothelzellkanäle 
enstehen, sondern Arteriolen, welche aus Endothelzellen, Perizyten und SMCs 
aufgebaut sind. Es gibt eine Reihe genetischer „Schalter“, welche diesen Prozess 
kontrollieren. Anders als bei der Angiogenese ist der Hauptmotor der Arterioge-
nese der Druck, welchen das fließende Blut auf die Arterienwand ausübt. Dies 
wird als Scherdruck (shear pressure) bezeichnet (Schirmer et al., 2008). Die Sig-
naltransduktion über den Notch-Signalweg ist hierbei von großer Bedeutung 
(Limbourg et al., 2007).  
1.2.1 Regulation der Angiogenese  
Angiogenese bezieht sich also auf das Aussprossen von Endothelzellkanä-
len ausgehend von bereits bestehenden Gefäßen. Im adulten Organismus befin-




Fähigkeit bei, sich - wenn nötig - schnell zu teilen. Die hauptsächlichen In-
duktoren dieses Prozesses stellen Hypoxie und Gewebeinflammation dar 
(Semenza, 2001; Carmeliet, 2005).  
Hypoxie induziert Angiogenese mittels Hochregulation proangiogener Fakto-
ren (Levy et al., 1995). Dies wird hauptsächlich über den sogenannten hypoxia 
inducible factor 1 (HIF-1) vermittelt. Die HIF-1-Gruppe von Proteinen sind im We-
sentlichen Transkriptionsfaktoren, welche eine ganze Reihe von Genen in ihrer 
Expression mittels eines hypoxia responsive elements hochregulieren können 
(Hirota and Semenza, 2006). Von größter Bedeutung ist hierbei die Hochregula-
tion des vascular endothelial growth factor (VEGF).  
Angiogene Faktoren sind für die Steuerung der Angiogenese fundamental. 
VEGF stellt den bedeutendsten angiogenen Faktor dar. Der Effekt von VEGF, 
welches letztlich eine Gruppe von sechs verwandten Proteinen bezeichnet, wird 
vor allem über VEGF-Rezeptoren (VEGFR) vermittelt (Stimpfl et al., 2002; Hicklin 
and Ellis, 2005).  VEGF fördert Angiogenese auf vielfältige Weise. Es induziert 
ein Zunahme der Gefäßpermeabilität, sodass beispielsweise Proteasen außer-
halb des Gefäßes extrazelluläre Matrix abbauen und Platz für neue Gefäße 
schaffen können (Unemori et al., 1992). VEGF stimuliert außerdem die Prolifera-
tion von Endothelzellen (Guo et al., 1995) und deren Migration in die geschaffe-
nen Räume, wo diese tubes bilden, welche sich zu Gefäßen weiterentwickeln. 
Neben VEGF spielen vor allem Faktoren der fibroblast growth factor (FGF) Fa-
milie eine wichtige proangiogene Rolle. Basic FGF oder bFGF ist hierbei von be-
sonderer Bedeutung für das Endothelzellwachstum und die Differenzierung von 
Gefäßzellen insbesondere auch bei der Wundheilung (Itoh and Ornitz, 2011). 
Neben proangiogenen Faktoren gibt es auch Faktoren, welche die Angioge-
nese inhibieren. Ein Beispiel hierfür ist platelet factor 4 (PF4) (Aidoudi-Ahmed 
and Bikfalvi, 2010). Die Bedeutung parakriner Faktoren für die Modulation der 
Angiogenese wird durch eine erst kürzlich veröffentlichte Arbeit gestützt, welche 
gezeigt hat, dass die Modulation der Endozytose auch Angiogenese reguliert 




Blutplättchen eine Reihe von pro- und antiangiogenen Faktoren, wie noch aus-
geführt wird (Patzelt and Langer, 2012; Stellos et al., 2010) 
1.3 Das Komplementsystem 
Das Komplementsystem stellt einen der phylogenetisch ältesten Teile des 
Immunsystems dar. Es besteht aus einer Gruppe von Plasmaproteinen. Neun 
dieser Proteine C1-C9 werden als Hauptfaktoren angesehen (Ricklin et al., 
2010). Diese Faktoren werden nacheinander mittels einer enzymatischen Kas-
kade aktiviert. Vorstufen der Komplementfaktoren kommen ubiquitär im Organis-
mus vor und können durch Entzündungsprozesse bei Bedarf lokal aktiviert 
werden. Das Komplementsystem spielt dadurch eine wichtige Rolle bei der Im-
munabwehr. Es zählt zur angeborenen Immunität und ist in der Lage, die Reak-
tion anderer Komponenten des angeborenen Immunsystems zu amplifizieren 
(Leslie, 2012).  
Wird die Kaskade der proteolytischen Aktivierung gestartet, so spricht man 
von Aktivierung. Es existieren drei verschiedene Wege, wie das Komplementsys-
tem aktiviert werden kann. Alle drei münden in der proteolytischen Spaltung von 
C3 in C3a und C3b. Generell aktivieren Oberflächenstrukturen von Krankheitser-
regern oder nekrotischen oder apoptotischen Zellen das Komplementsystem. 
Solche Strukturen kommen auch insbesondere in ischämischen Arealen vor 
(Alawieh et al., 2015).  
Beim klassischen Weg bindet der Komplementfaktor C1q an Antigen-Anti-
körper-Komplexe, also Pathogenstrukturen, welche bereits vom adaptiven Im-
munsystem identifiziert wurden. Über C4 und C2 kommt es zur Aktivierung von 
C3 durch die C3-Konvertase. Dieser Aktivierungsweg verbindet also angeborene 
mit erworbener Immunität. Mannose-haltige Proteine auf der Oberfläche von 
Bakterien und Viren aktivieren durch Bindung des Mannose-bindenden Lektins 
an diese Proteine den Lektinweg der Komplementaktivierung. Dies führt zur en-
zymatischen Spaltung von C4 und in der Folge zur Bildung der C3-Konvertase. 
Beim alternativen Weg ist die Voraussetzung, dass eine Spaltung von C3 im 




sich daraufhin an Oberflächenstrukturen von Erregern anlagern. Dies führt zur 
Anlagerung weiterer Faktoren und zur Bildung des C3-Konvertase-Komplexes 
(Lambris et al., 2008).  
Als Ergebnis der Komplementaktivierung entsteht C3a und C3b. C3b fügt 
sich nun in einen Komplex ein. Dadurch entsteht die C5-Konvertase, die C5 zu 
C5a und C5b spaltet (Ricklin et al., 2010). Während das Anaphylatoxin C5a direkt 
eine proentzündliche Wirkung entfaltet, bildet C5b mit weiteren Komponenten ei-
nen membranangreifenden Komplex (MAC), der die Lyse von Mikroorganismen 
bewirkt (Martel et al., 2011). 
 
Abb. 3: Die Komplementaktivierung 
  Die Aktivierung des Komplementsystems erfolgt durch Antikörperkomplexe (klas-
sischer Weg), Mannose-vermittelt (Lektinweg) oder durch spontane oder indu-
zierte Spaltung von C3 (Alternativer Weg), sodass die C3-Konvertase gebildet 
und aktiviert wird. C3b führt zur Aktivierung der C5-Konvertase. C5b führt zur Bil-
dung des MAC. Die Anaphylatoxine C3a und C5a induzieren durch Bindung an 
ihren jeweiligen Rezeptor proinflammatorische, chemotaktische und weitere 
Reize (Lambris et al., 2008). Abkürzungen: KW = klassischer Weg; AW = Alterna-
tiver Weg; KR = Komplementrezeptoren; MAC = membrane attack complex, 
membranangreifender Komplex; MBL = Mannose-bindendes Lektin; FB = Faktor 
B; FD = Faktor D; MASP = MBL-assoziierte Serinprotease.  
1.3.1 Funktion des Komplementsystems 
Die Funktion des Komplementsystems ist die Unterstützung und Verkettung 
der angeborenen und erworbenen Immunität (Ricklin and Lambris, 2013). C3b, 



































markieren diese hierdurch. Man spricht dabei von Opsonisierung. Die markierten 
Erreger können durch das Immunsystem nun leicht erkannt und phagozytiert 
werden (Ricklin et al., 2010). Außerdem stimuliert das Komplementsystem die 
Entzündungsreaktion durch Triggerung der Freisetzung von Faktoren, die in 
Mastzellen gespeichert sind. Die Faktoren C5b bis C9 bilden den Membranan-
griffskomplex (MAC), welcher die osmotische Lyse von als fremd erkannten Zel-
len mittels Elektrolyteinstrom bewirkt (Ricklin and Lambris, 2013).  
Über diese klassischen immunologischen Funktionen hinaus spielt das Kom-
plementsystem in einer Reihe von weiteren Kontexten eine wichtige Rolle. So 
bestehen verschiedene Verbindungen zwischen dem Komplementsystem und 
der Gerinnungskaskade (Amara et al., 2008). Dies zeigt sich an der Bedeutung 
des Komplementsystems bei Erkrankungen wie paroxysmaler nächtlicher Hämo-
globinurie, hämolytisch urämischem Syndrom und Immunkomplex-Glomerulone-
phritis (Röth et al., 2011; Verschoor and Langer, 2013).  
Eine Reihe von Komponenten des Komplementsystems sind ebenfalls an der 
Regulation der Angiogenese in verschiedenen pathophysiologischen Kontexten 
beteiligt (Rutkowski et al., 2010; Nozaki et al., 2006; Girardi et al., 2006; Rafail et 
al., 2015; Langer et al., 2010). Auch in unserer Arbeitsgruppe konnte bereits be-
schrieben werden, wie Komplementfaktoren die Angiogenese regulieren. So 
konnte gezeigt werden, dass C5a über den C5a-Komplementrezeptor auf Mak-
rophagen die Angiogenese inhibiert und dass die Inhibierung der Anaphylatoxin-
rezeptoren die Bildung neuer Blutgefäße verstärkt (Langer et al., 2010). Der 
therapeutische Nutzen der Komplementmodulation wird zurzeit in einer Reihe kli-
nischer Studien evaluiert (Do et al., 2014; Yehoshua et al., 2014; van Lookeren 
Campagne et al., 2015; Csaky et al., 2015). Trotzdem ist bisher zum größten Teil 
unerforscht, auf welche Art und Weise die Komplementproteine mit pro- oder an-




1.3.2 Die Anaphylatoxine 
C3a und C5a nehmen eine Sonderstellung unter den Komplementfaktoren 
ein. Sie sind nicht an der Fortsetzung der proteolytischen Kaskade beteiligt, son-
dern wirken selbst proinflammatorisch. Sie haben eine chemotaktische Wirkung 
auf Entzündungszellen und führen zu einer gesteigerten Gefäßpermeabilität 
(Markiewski and Lambris, 2007). Anaphylatoxine verdanken ihren Namen der 
Tatsache, dass sie im Tierversuch in hoher Konzentration ähnliche Symptome 
wie bei einem anaphylaktischen Schock hervorrufen (Markiewski and Lambris, 
2007). In der Tat führen Anaphylatoxine auch zur Degranulation von Mastzellen 
wie bei einem allergischen Schock.  
Beide Anaphylatoxine wirken proinflammatorisch, unterscheiden sich jedoch 
in Ihrer Potenz, wobei C5a eine etwa 100-fach höhere Potenz im Vergleich zu 
C3a hat. Beide haben jedoch die Funktion, lokale Entzündungsprozesse zu un-
terstützen und mittels ihrer chemotaktischen Wirkung weitere inflammatorische 
Zellen an den Ort des Geschehens zu locken. C5a wurde in diesem Zusammen-
hang im Kontext der Sepsis (Rittirsch et al., 2008), der Immunkomplexperitonitis 
(Godau et al., 2004), intracerebraler Hämorrhagie (Li et al., 2014) oder Rücken-
marksverletzungen (Brennan et al., 2015) in der Literatur behandelt. Interessan-
terweise wurde C5a auch bereits im Kontext der Regulation der Angiogenese im 
inflammatorischen Milieu beschrieben (Conroy et al., 2009).  
Die Anaphylatoxine wirken durch Bindung an ihre spezifischen Rezeptoren. 
Bei den Anaphylatoxinrezeptoren handelt es sich um G-Protein gekoppelte Re-
zeptoren. Sie setzen sich aus sieben Transmembrandomänen zusammen. Ne-
ben dem C5a-Rezeptor existiert für C5a noch ein weiterer Rezeptor, welcher als 
C5L2 (Gao et al., 2005) bezeichnet wird. Der C5a-Komplementrezeptor ist auf 
nahezu allen Immunzellen exprimiert, aber auch auf Endothelzellen (Haviland et 
al., 1995) und interessanterweise auch auf Thrombozyten (Meuer et al., 1981; 





Thrombozyten sind kleine 1-4 µm große anukleäre Zellen, welche durch Ab-
schnürung des Zytoplasmas von Megakaryozyten im Knochenmark gebildet wer-
den. Obwohl sie keinen Kern haben, sind sie trotzdem eingeschränkt zur 
Proteinbiosynthese in der Lage (Lindemann et al., 2001), da sie manche mRNAs 
enthalten. Die durchschnittliche Überlebensdauer beträgt 5-12 Tage und die phy-
siologische Konzentration im Blut liegt bei 150.000-300.000/µl beim Menschen. 
Blutplättchen enthalten α-Granula, dichte Granula und Lysosomen (Blair and 
Flaumenhaft, 2009). Die α-Granula enthalten zum Beispiel Platelet Derived 
Growth Factor (PDGF), platelet factor 4 (PF4) oder Fibronektin, die dichten Gra-
nula unter anderem Adenosindiphosphat (ADP), Adenosintriphosphat (ATP), Kal-
zium und Serotonin. Granula werden bei der Thombozytenaktivierung sezerniert. 
Aufgrund der Vielzahl an Faktoren, welche Thrombozyten sezernieren können, 
haben sie auch eine Vielzahl an Funktionen (Rendu and Brohard-Bohn, 2001). 
1.4.1 Thrombozyten in der primären Hämostase 
Die klassische Funktion von Blutplättchen ist die als Schlüsselzelle der pri-
mären Hämostase. Wenn ein Gefäßschaden entstanden ist, muss dieser umge-
hend repariert werden, um Blutverlust aber auch das Eindringen von Erregern zu 
verhindern. Gleichzeitig muss aber die Durchgängigkeit von Gefäßen gewahrt 
bleiben. Dies erfordert eine feine Abstimmung, weswegen die Hämostase ein 
sehr komplexes System darstellt (Nording et al., 2015; Jackson, 2011; Etulain 
and Schattner, 2014; Hagedorn et al., 2010). Als sekundäre Hämostase wird die 
Stabilisierung eines Blutplättchen-Plaques durch das plasmatische Gerinnungs-
system bezeichnet (Berndt et al., 2014). Eine Reihe von Oberflächenrezeptoren 
aber auch sekretierten Faktoren spielen in der plättchenvermittelten Hämostase 
eine wichtige Rolle. GPIbα (GP = Glykoprotein) ist ein Transmembranrezeptor, 
welcher auf der Oberfläche von Thrombozyten mit GPIX und GPV assoziiert ist 
(Andrews et al., 2007). Die Bindung von GPIbα an von-Willebrand-factor (vWF) 
ist der Ausgangspunkt der primären Hämostase. Durch Aufbrechen der inneren 




Thrombozyten zugänglich, sodass GPIbα binden kann. Dies führt zum sogenann-
ten “rolling” von Thombozyten (Bergmeier et al., 2006). Damit Thrombozyten an 
der geschädigten Gefäßwand oder dem Areal eines Gefäßdefekt im Blutstrom 
binden können, muss ihre Adhäsion allerdings stabilisiert werden. Hierfür sind 
GPVI und sogenannte Integrine entscheidend (Nieswandt et al., 2009). GPVI ist 
ein Kollagenrezeptor auf der Oberfläche von Thrombozyten. Kollagen wird dann 
für Thrombozyten „sichtbar“, wenn ein Gefäßdefekt auftritt. Die Bindung von Kol-
lagen an GPVI stabilisiert aber nicht nur die Thrombozytenbindung, sondern führt 
auch zur Aktivierung der Thrombozyten selbst (Moroi and Jung, 2004; Bergmeier 
and Stefanini, 2013). Dies führt unter anderem zur Erhöhung des intrazellulären 
Kalziumspiegels in Thrombozyten und zur Verformung der Plättchen (Stefanini 
et al., 2012). Sie nehmen eine stechapfelartige Form an und interagieren mitei-
nander. Dies Interaktion wird durch sekretierte Faktoren wie ADP und Thrombo-
xan (Tx) A2 (Huang et al., 2004; Jin et al., 1998; Offermanns, 2006) weiter 
verstärkt. Thrombozyten aktivieren sich also gegenseitig. Bei der Stabilisierung 
der Thombozytenbindung spielen eine Reihe weiterer Faktoren und Oberflächen-
strukturen wie C-type lectin-like type II (CLEC2) eine Rolle (Klement et al., 2009). 
Integrine sind entscheidend für die Bindung des thrombozytären Zytoskeletts an 
die extrazelluläre Matrix und ermöglichen damit deren Formänderung (shape 
change) (Nieswandt et al., 2009), rekrutieren aber auch weitere Plättchen und 
fördern deren Vernetzung. Diesen Prozess bezeichnet man als Aggregation 
(Nieswandt et al., 2009). Von zentraler Bedeutung hierfür ist das Integrin αIIbβ3 
welches die mechanische Thrombozyt-Thrombozyt-Vernetzung mittels Fibrino-
gen-Brücken ermöglicht (Gawaz et al., 1991). Auf diese Weise wächst der 
Thrombus, wird stabiler und breitet sich über die gesamte Endothelschädigung 
aus. Die Aktivierung von Integrin αIIbβ3 (auch bezeichnet als GPIIbβ3) führt zum 
„outside-in signalling“, was zur weiteren Aktivierung der Thrombozyten mittels 
verschiedener Faktoren führt (Naik and Naik, 2003). Mittels Plättchenaktivatoren 
wie ADP lässt sich auch in vitro die Expression von GPIIbβ3 induzieren (Ozaki et 




Schließlich interagieren Thrombozyten auch auf vielfältige Weise mit dem plas-
matischen Gerinnungssystem, sodass dessen Aktivierung, die sekundäre Hä-
mostase, den gebildeten Thrombus mittels Fibrin stabilisiert (Munnix et al., 2007).  
1.4.2 Thrombozyten als Immunzellen 
Neben ihrer eben beschriebenen Rolle in der Blutgerinnung haben Throm-
bozyten eine Reihe immunologischer Funktionen, welche dazu geführt haben, 
Thrombozyten in manchen Kontexten als Immunzellen anzusehen (Semple et 
al., 2011; Nording et al., 2015).  
Thrombozyten tragen zu vielfältigen Entzündungsprozessen bei (Nording et 
al., 2015). Sie sind unter anderem an der Erkennung von Krankheitserregern be-
teiligt, interagieren aber beispielsweise auch mit Bakterien selbst (Thon et al., 
2012; Zhang et al., 2011). Außerdem erfüllen Thrombozyten immunmodulatori-
sche Funktionen (Langer and Chavakis, 2009; Smyth et al., 2009; Langer et al., 
2012). Hierbei spielt vor allem die Fähigkeit von Thrombozyten eine Rolle, Leu-
kozyten zum Ort einer Entzündung zu rekrutieren. Eine detailliertere Darstellung 
dieser Plättchenfunktionen würde den Rahmen dieser Einleitung sprengen. Es 
ist jedoch wichtig, auf die Bedeutung von Thrombozyten in der Atherosklerose 
hinzuweisen (Huo et al., 2003; Massberg et al., 2003). Es wurde gezeigt, dass 
Thrombozyten in jedem Stadium der Atherosklerose eine Rolle spielen (Nording 
et al., 2015). So tragen sie zu den ersten Schritten auf dem Weg zur Bildung 
eines atherosklerotischen Plaques bei, der endothelialen Dysfunktion (Massberg 
et al., 2002). Auch oxidierte Lipide, welche im Initialstadium der Atherosklerose 
zur Einleitung der vaskulären Entzündungsreaktion von großer Bedeutung sind, 
können auf der Oberfläche von Thrombozyten gebunden werden (Daub et al., 
2010; Nording et al., 2016). Unter anderem mittels Freisetzung von Chemokinen 
tragen Thrombozyten zum Fortschreiten dieser vaskulären Erkrankung bei 
(Koenen et al., 2009). Auch die Freisetzung von sogenannten Mikropartikeln aus 
Thrombozyten, kleinen membranumschlossenen Partikeln, welche eine Reihe 
verschiedener Faktoren enthalten können, trägt zum Fortschreiten der Athero-




Thrombozyten über lange Zeit aktiviert und erhalten die Entzündung durch lang-
fristige Sekretion von Interleukin 1β (Lindemann et al., 2001). Auch zur Ruptur 
eines vulnerablen atherosklerotischen Plaques, dem pathophysiologischen End-
stadium der Atherosklerose, tragen Thrombozyten bei (Michelson et al., 2001).  
Thrombozyten haben also über ihre Rolle in der Blutgerinnung eine Reihe 
weiterer physiologischer und pathophysiologischer Funktionen, unter anderem in 
der Atherosklerose.  
1.4.3 Thrombozyten in der Angiogenese 
Wie bereits dargestellt wurde, ist eine Beeinflussung der Endothelzellfunktion 
durch Thrombozyten vor allem unter inflammatorischen Bedingungen wie in der 
Atherosklerose gut etabliert (Nording et al., 2015; Gawaz et al., 2005). Endothel-
zellen sind die Schlüsselzellen der Angiogenese. In der Tat gibt es Hinweise da-
rauf, dass auch die Angiogenese durch Thrombozyten moduliert wird (Patzelt 
and Langer, 2012). Vor allem Joseph Italiano et al. und Denisa Wagner et al. 
konnten zeigen, dass Thrombozyten in vivo eine Rolle spielen (Kisucka et al., 
2006; Italiano et al., 2008). Italiano et al. konnten zeigen dass Plättchenvesikel 
auch pro- und antiangiogene Faktoren enthalten, welche in separaten Vesikeln 
gespeichert sind, und auf spezifische Stimuli hin differenziell freigesetzt werden 
können (Battinelli et al., 2011; Italiano et al., 2008). Dies legt nahe, dass Throm-
bozyten Modulatoren der Angiogenese sind. Zum Beispiel enthalten Thrombozy-
ten proangiogenes VEGF und antiangiogenen platelet factor 4 (PF-4) (Stellos et 
al., 2010; Klement et al., 2009; Chatterjee et al., 2011). Wie genau Thrombozyten 
mittels dieser Faktoren die Angiogenese in-vivo modulieren, ist allerdings weit-
gehend unbekannt (Ma et al., 2005; Italiano et al., 2008). Wagner et al. haben 
diesbezüglich zeigen können, dass Thrombozyten nicht nur die Angiogenese för-
dern, sondern dass sie auch die Permeabilität der so neu entstandenen Blutge-
fäße steuern können (Kisucka et al., 2006).  
Prinzipiell sind drei Mechanismen bekannt, über die Thrombozyten die En-
dothelfunktion bei der Angiogenese beeinflussen können. Erstens ist dies die be-




Granula der Thrombozyten. Zweitens können Thrombozyten über eine direkte 
Rezeptor-Liganden-Bindung mit den Endothelzellen interagieren. Drittens ist be-
kannt dass von Thrombozyten freigesetzte Mikropartikel die Funktion von En-
dothelzellen modulieren können (Patzelt and Langer, 2012).  
 
Abb. 4: Interaktion von Thrombozyten und Endothelzellen in der Angiogenese 
  Die Interaktion von Thrombozyten und Endothelzellen in der Angiogenese kann 
mittels unterschiedlicher Wege stattfinden. Zum einen mittels Sekretion von Fak-
toren, mittels direkter Zell-Ligand-Interaktion oder mittels Sekretion von Mikropar-
tikeln aus Thrombozyten(Patzelt and Langer, 2012).  
1.4.4 Thrombozyten und das Komplementsystem 
Bereits vor vielen Jahren wurde gezeigt, dass Thrombozyten Komplementre-
zeptoren exprimieren (Grossklaus et al., 1976; Becker et al., 1978; Meuer et al., 
1981). Es wurde auch gezeigt, dass diese Rezeptoren funktionelle Bedeutung 
haben und beispielsweise die Serotonin-Freisetzung (Meuer et al., 1981) oder 
die Plättchenaggreagtion (Grossklaus et al., 1976) hierüber reguliert werden 
kann. Thrombozytenaktivierung kann ebenfalls die Aktivierung des Komplement-
systems induzieren (Martel et al., 2011). Neuere Daten aus einer großen Patien-
tenkohorte zeigen, dass es eine starke Korrelation zwischen der Expression des 
Plättchenaktivierungsmarkers P-Selektin und des C5a-Komplementrezeptors auf 
Thrombozyten bei Patienten mit koronarer Herzerkrankung gibt (Patzelt et al., 

















Patienten invers mit plättchengebundenem oxLDL korrelieren, welches in der 
Atherosklerose von Bedeutung ist (Nording et al., 2016). Auch zwischen dem 
plasmatischen Gerinnungssystem und dem C3a-Rezeptor besteht eine funktio-
nelle Verbindung (Verschoor and Langer, 2013).  
1.5 Fragestellung 
Es existieren eine Reihe von Hinweise darauf, dass Komplementsystem und 
Thrombozyten interagieren. Diese Interaktion scheint auch bei kardiovaskulären 
Erkrankungen von Bedeutung zu sein (Nording et al., 2016; Patzelt et al., 2015b). 
Auch in der Angiogenese spielen Thrombozyten eine Rolle (Italiano et al., 2008). 
Ein genauer Mechanismus für eine thrombozytenvermittelte Modulation der An-
giogenese ist aber bisher nicht beschrieben worden. Da auch das Komplement-
system in der Angiogenese eine Rolle zu spielen scheint (Langer et al., 2010), 
stellt sich die Frage, ob Komplementrezeptoren auf der Oberfläche von Throm-
bozyten einen Mechanismus darstellen, wie Angiogenese durch Thrombozyten 
moduliert wird. Diese Fragestellung soll Gegenstand dieser Arbeit sein.  
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2 MATERIAL UND METHODEN 
2.1 Versuchstiere 
Alle in dieser Arbeit verwendeten Mäuse wurden unter standardisierten Be-
dingungen in einer SPF-Tierhaltung mit moderater Trockenbarriere und strengen 
Zugangsregeln für Wissenschaftler und einzubringende Tiere sowie engmaschi-
gem Hygienemonitoring gehalten. Generell erfolgte die Haltung in Gruppen à 4 
Mäuse in Typ II long Käfigschalen auf Einstreu mit Futter und Wasser ad libitum. 
Alle Käfige waren mit Nestbaumaterial (Zellstoff) und weiterem Environmental 
Enrichment (Holzröhren o.ä.) ausgestattet. Es wurde ein regelmäßiger 12h-Licht-
zyklus täglich eingehalten. Männliche Tiere wurden nach einem Eingriff in Einzel-
haltung gehalten, die Weibchen in ihren angestammten Gruppen. Alle Mäuse 
wurden intensiv beobachtet und täglich gewogen, um ausreichende Wasser- und 
Nahrungsaufnahme zu kontrollieren und Hinweise auf mögliche Infektionen zu 
erhalten. Alle Experimente wurden gemäß dem Deutschen Tierschutzgesetz und 
der Tierversuchs-Verordnung und nur nach Genehmigung der zuständigen Tier-
schutz-Kommission durchgeführt.  
Als Wildtyp (WT) Mäuse wurden in dieser Arbeit Mäuse vom Stamm 
C57BL/6J verwendet. Diese stammen ursprünglich von den Jackson Laborato-
ries, wurden aber für Versuchszwecke in unserer Tierhaltung selbst gezüchtet. 
Mäuse ohne funktionellen C5a-Komplement-Rezeptor wurden freundlicherweise 
durch Dr. C. Gerard von der Harvard Medical School (Boston, USA) zur Verfü-
gung gestellt und in unserer Tierhaltung auf C57/Bl6-Hintergrund gezüchtet. 
Diese C5aR-Knockout-Mäuse wurden bereits in der Literatur beschrieben  
(Hopken et al., 1996; Phieler et al., 2013).  
Tabelle 1: Verwendete Mauslinien und ihre Herkunft 
Stammbezeichnung Bezugsquelle 
C57Bl/6J Jackson Laboratories, USA 
C5aR-Knockout Dr. C. Gerard, Harvard Medical School, Boston, USA 




2.2 Isolierung von Thrombozyten  
2.2.1 Thombozytenisolierung aus humanem Blut 
Die Gewinnung humaner Thrombozyten wurde nach bereits publizierten Pro-
tokollen durchgeführt  (Nording et al., 2016; Langer et al., 2006). Zur Blutent-
nahme wurde die V. mediana cubiti oder C. caphalica gesunder freiwilliger 
Probanden mittels einer Butterfly-Kanüle (Safety-Multifly® Set, Sarstedt, Nürn-
brecht) punktiert und das Blut vorsichtig in eine mit 4ml ACD-Puffer gefüllte 20 
ml Spritze aspiriert. Die Zusammensetzung von ACD-Puffer entnehmen Sie bitte 
unten stehender Tabelle. Dabei wurde darauf geachtet, dass das Blut sich mit 
dem ACD-Puffer gut vermischt, um eine sofortige Gerinnungshemmung zu errei-
chen. Anschließend wurde das Blut in zwei 15 ml-Falcons aufgeteilt und 20 Mi-
nuten bei 430 g und Raumtemperatur ohne Bremse zentrifugiert. Der so 
gewonnene Überstand wird als thrombozytenreiches Plasma (platelet rich 
plasma, PRP) bezeichnet. Für manche Versuche wurde das PRP direkt verwen-
det. Die Konzentration an Thrombozyten wurde mittels eines Sysmex-Zytometers 
(Sysmex KX-21N, Görlitz) gemessen. In einem weiteren Zentrifugationsschritt 
(2000 g, 10 Minuten, mit Bremse) wurde sogenanntes thrombozytenarmes 
Plasma (PPP) hergestellt. Die Thrombozytenkonzentration des PRP wurde durch 
Zugabe von PPP auf die gewünschte Konzentration eingestellt.  
Für die Herstellung sogenannter gewaschener Thrombozyten wurde das 
PRP mit einer Transferpipette an der Oberfläche abgenommen, in 50 ml-Falcon-
Gefäßen auf 35 ml mit Tyrodes Puffer pH 6,5 aufgefüllt und 10 Minuten bei 900 
g und Raumtemperatur zentrifugiert. Die Zusammensetzung von Tyrodes-Puffer 
entnehmen Sie bitte unten stehender Tabelle. Der Überstand wurde verworfen, 
das Thrombozytenpellet je nach Bedarf mit Tyrodes pH 6,5 resuspendiert und 
Tyrodes pH 7,4 in gleichem Verhältnis hinzugegeben. Die Thrombozytenkon-
zentration wurde mit einem Sysmex-Zytometer gemessen. Die Zellen wurden je 
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nach Bedarf auf die gewünschte Konzentration mit Tyrodes-Puffer pH 7,4 einge-
stellt, welcher mit Kalziumchlorid 1 mM versetzt worden war. Die Thrombozyten 
wurden dann sofort für Versuche verwendet. 
Tabelle 2: Zusammensetzung von ACD-Puffer 
Puffer Zusammensetzung 
ACD-Puffer 
12,5 g Natriumcitrat 
6,82 g Zitronensäure 
10 g Glukose 
500 ml Aqua dest.  
mit NaOH auf pH 4,7 einstellen 
Tabelle 3: Zusammensetzung von Tyrodes-Puffer 
Puffer Zusammensetzung 
Tyrodes-Puffer 
HEPES 2,5 mM 
 Natriumchlorid 150 mM 
Kaliumchlorid 1 mM 
Natriumhydrogencarbonat 2,5 mM 
Natriumdihydrogenphosphat 0,36 mM  
Glukose 5,5 mM  
BSA 1 mg/ml 
mit HEPES auf pH 7,4 einstellen 
50 ml abnehmen 
den Rest mit HCl auf pH 6,5 einstellen 
 
2.2.2 Thrombozytenisolierung aus murinem Blut 
Zur Blutentnahme wurde die Maus mit Isofluran (Trägergas 100% Sauerstoff 
1ml/mg, cp pharma, Burgdorf) narkotisiert, und Blut aus dem Herzen der Maus 
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mittels einer 21G-Kanüle (Braun, Melsungen) in eine mit 300 µl ACD-Puffer vor-
bereitete 5ml-Spitze abgenommen. Anschließend wurde das Blut in ein FACS-
Röhrchen (BD Biosciences, Franklin Lakes, USA) überführt und bei 120 g für 20 
Minuten ohne Bremse zentrifugiert. Das PRP wurde in ein neues Eppendorf-Re-
aktionsgefäß überführt und mit Tyrodes-Puffer pH 6,5 auf 2 ml aufgefüllt und bei 
2600g für 10 Minuten pelletiert. Der Überstand wurde verworfen und das Pellet 
je nach gewünschter Konzentrierung in bis zu 250 µl Tyrodes-Puffer pH 6,5 re-
suspendiert und mit einem gleichen Teil Tyrodes-Puffer pH 7,4 gemischt. Dann 
wurde die Thrombozytenzahl mit einem Sysmex-Zytometer (Sysmex KX-21N, 
Görlitz) gemessen und die Konzentration mit Tyrodes-Puffer pH 7,4 eingestellt, 
welcher mit Kalziumchlorid 1 mM versetzt worden war. Die Thrombozyten wur-
den dann sofort für Versuche verwendet. Im Folgenden werden die so gewonnen 
Blutplättchen als gewaschene Thrombozyten bezeichnet.  
2.2.3 Stimulation humaner Thrombozyten 
Humane Thrombozyten in PRP wurden für eine durchflusszytometrische 
Analyse auf die Konzentration 20.000/µl eingestellt und mit PBS (Phosphat-ge-
pufferte Salzlösung, PBS, PAA Laboratories, Pasching, Österreich), oxLDL 
(20μg/ml, Kalen Biomedical, LLC, Montgomery Village, USA), ADP (0,1mMol, 
Chrono-Log Corporation, Havertown, USA), Kollagen (2,5 µg/ml, Takeda, Linz, 
Austria) für 30 Minuten bei 37°C stimuliert.  
2.2.4 Gewinnung von Thrombozytenüberstand 
Gewaschene murine Thrombozyten wurden auf die Konzentration 1.000.000 
Zellen/µl eingestellt und mit C5a (R&D, Minneapolis, USA) in der Konzentration 
10 nM für 10 min bei 37°C stimuliert, wie dies bereits in der Literatur für die C5a-
Stimulation anderer Zelltypen beschreiben wurde. (Langer et al., 2010). Der 
Überstand wurde daraufhin gewonnen, indem die Suspension bei 20.000 g bei 
4°C für 4 Minuten zentrifugiert wurde und der Überstand abgenommen wurde, 
wobei das Pellet verworfen wurde.  
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2.3 In vivo Matrigelplug-Assay 
Als in vivo Angiogenese Assay wurde für diese Arbeit der Matrigelplug-Assay 
durchgeführt, wie er bereits in der Literatur beschrieben wurde (Langer et al., 
2010). Die Stärke dieser Methode liegt in ihrer Vielseitigkeit. Matrigel ist eine so-
lubilisierte Präparation der Basalmembran. Die Hauptkomponenten sind Laminin, 
Kollagen IV, Heparansulfat, Proteoglykane und Entactin (Benton et al., 2014). 
Dieses Produkt wird häufig für in vivo Studien von Angiogeneseprozessen ver-
wendet. Hierbei lässt sich die Tatsache ausnutzen, dass Matrigel bei 4°C flüssig 
ist und bei Körpertemperatur schnell zu einem gelartigen soliden Plug geliert, um 
so subkutan eine Matrix für vom Wirt einsprossende Gefäße zu schaffen.  
Zwei Aliquots (0,5 ml) Matrigel (Corning Inc, Corning, USA) wurden mit re-
kombinantem Hirudin (22,4 U/ml, Merck, Darmstadt) versetzt, um die intravasale 
Gerinnung im Matrigelplug zu unterbinden und das Einsprossen durchgängiger 
Gefäße zu ermöglichen. Hirudin wurde, anders als in vielen anderen Beschrei-
bungen dieser Methode, hier als Antikoagulans verwendet, da bekannt ist, dass 
Heparin die Komplementaktivierung inhibiert und es in dieser Arbeit um die Rolle 
eines Komplementrezeptors in der Angiogenese gehen soll (Girardi et al., 2004). 
Außerdem komplexiert Heparin mit dem antiangiogenen platelet factor 4 (PF4), 
welches ein in Thrombozyten stark enthaltener angiogen aktiver Faktor ist (Eslin 
et al., 2004). Da im Rahmen dieser Arbeit mit dieser Methode wachstumsfaktor-
induzierte Angiogenese untersucht werden sollte, wurde das Matrigel zusätzlich 
mit 150 ng/ml des endothelialen Wachstumsfaktors bFGF (Peprotech, Rocky Hill, 
USA) versetzt.  
In manchen Experimenten wurde das Matirgel vor Injektion zusätzlich mit 
frisch isolierten gewaschenen Thrombozyten aus WT oder C5aR-Knockout-Mäu-
sen versetzt (100.000.000 Thrombozyten/ml Matrigel).  
Die vorbereiteten Matrigel-Aliquots wurden subkutan (21G Kanüle, Braun, 
Melsungen) in die mitt-abdominelle Region von 6 bis 12 Wochen alten Mäusen 
injiziert, jeweils zwei Plugs pro Maus. Hierfür wurden die Tiere in Isofluran-Nar-
kose gelegt. Die Narkose wurde so lange aufrechterhalten, dass die Plugs sicher 
ausgehärtet waren, bevor sich die Mäuse wieder bewegten. Nach einer Woche, 
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an Tag 8, wurden die Tiere durch Genickbruch in tiefer Isoflurannarkose getötet. 
Zur histologischen Auswertung werden die Matrigelplugs vorsichtig mit der sie 
umgebenden Haut entnommen, und mittels 0,25% Glutaraldehyd (Sigma-Aldrich, 
St. Louis, USA) fixiert. Die weitere histologische Aufarbeitung ist unter 2.4 be-
schrieben.  
2.3.1 Systemische Thrombozytendepletion in vivo 
In einigen Experimenten wurden parallel zur Injektion von Matrigel die Throm-
bozyten der Mäuse systemisch depletiert, wie bereits in der Literatur beschrieben 
wurde (Kraft und Kleinschnitz, 2016; Langer et al., 2012; Schleicher et al., 2015). 
Hierzu wurde Thrombozytendepletionsserum (10μl verdünnt in 200µl PBS, rabbit 
anti-mouse antiplatelet serum, Accurate Chemical and Scientific, Westbury, 
USA) 12 Stunden nach Matrigel-Injektion und an Tag 5 intraperitoneal injiziert. 
Der Kontrollgruppe wurde ein Kontroll-Serum (rabbit serum, Sigma-Aldrich, St. 
Louis, USA) in gleicher Konzentration injiziert.  
 
Abb. 5: Zeitlicher Ablauf der Matrigelversuche  
2.3.2 Systemische PF4-Inhibition in vivo 
In weiteren Versuchen wurde ein blockierender anti-PF4-Antikörrper verwen-
det, welcher die Wirkung von PF4 in vivo inhibiert, wie bereits in der Literatur 
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beschrieben wurde (Hartwig et al., 2013). Dieser Antikörper wurde in einer Kon-
zentration von 10 µg/Maus verwendet und intravenös in die Schwanzvene injiziert 
(rat anti-mouse IgG2b, Klon 140910, R&D, Minneapolis, USA). Die Kontroll-
gruppe erhielt ein Kontroll-IgG (control IgG2b, BioLegend, San Diego, USA).  
2.3.3 Auswertung und Quantifizierung 
Wie unter 2.4 beschrieben, wurden die Matrigelplugs mittels eines Kryo-
toms geschnitten und mit Hämatoxylin und Eosin gefärbt. Es wurden jeweils 5 
Schnitte pro Matrigelplug angefertigt, welche mindestens 500 µm auseinander 
lagen. Diese wurden dann im Ganzen mittels der Funktion „Large image acquisi-
ton“ der Software Nikon NIS elements BR (v.3.2, Nikon Instruments, Tokyo, Ja-
pan) aufgenommen. Hierfür wurde ein Nikon Optishot-2 Mikroskop ausgestattet 
mit einem 2x plan-apochromat (N.A. 0,08) Objektiv verwendet. Die verwendete 
Kamera war eine digital sight DS-5M Kamera von Nikon (Tokyo, Japan). Die be-
reits genannte Nikon-Software wurde auch zur Bildanalyse verwendet. Anhand 
der Farb- und Helligkeitsintensitäts-Werte wurde die Fläche der Zellkerne pro 
Matrigel-Fläche als Annäherungsmaß der Gefäßfläche pro Matrigelplug berech-
net.  
2.4 Hindlimb-ischemia-Assay  
Die Methode der Hindlimb-ischemia erlaubt es, hypoxiegetriggerte Angioge-
nese zu untersuchen. Dies ist besonders wichtig, da Hypoxie nicht nur in patho-
physiologischen Kontexten als Induktor von Angiogenese von großer Bedeutung 
ist (s. 1.2.1). Hierbei wird mittels Ligation der Femmoralarterie einer der Hinter-
läufe einer Maus Ischämie in der abhängigen Extremität induziert, welche dann 
dort Gefäßneubildung triggert. Um eine standardisierte Versuchsdurchführung zu 
gewährleisten, haben wir ein bereits veröffentlichtes Protokoll verwendet 
(Limbourg et al., 2009).  
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2.4.1 Operatives Vorgehen  
Jede Maus wurde vor der Versuchsdurchführung gewogen. Es erfolgte dann 
eine Allgemeinanästhesie durch eine gewichtsadaptierte intraperitoneale Injek-
tion von Medetomidin (500µg/kg, Eurovet, Bladel, Niederlande), Midazolam 
(5mg/kg, Siegfried Hameln, Hameln) sowie Fentanyl (50µg/kg, Actavis, Zug, 
Schweiz) i.p. in einer Mischspritze. Die weitere Narkoseerhaltung erfolgte mit 
dem Inhalationsanästhetikum Isofluran (Trägergas 100% Sauerstoff 1ml/mg, cp 
pharma, Burgdorf). Zur Vermeidung des intraoperativen Auskühlens der Maus, 
wurde das Tier während der Narkose auf einer Wärmematte fixiert. Nach Errei-
chen des chirurgischen Toleranzstadiums der Anästhesie, welches durch das 
Ausbleiben des Zwischenzehenreflexes überprüft wurde, wurde das Operations-
feld mithilfe von Enthaarungscreme rasiert (2x1 cm). Es wurde dann eine circa 1 
cm lange Inzisur über der Arteria femoralis des linken Hinterlaufes von proximal 
nach distal geschaffen. Die Arteria femoralis wurde dann so freipräpariert und 
von Nerv und Vene mobilisiert, dass sie mit einem Ethylen-Faden 8.0 (Ethilon, 
Ethicon, Sommerville, USA) proximal und distal angeschlungen und anschlie-
ßend ligiert werden konnte. Die operative Wunde wurde mittels subkutanen und 
intrakutanen Knopfnähten (Prolene 6.0, Ethicon, Sommerville, USA) verschlos-
sen.  
2.4.2 Laserdoppler-Fluximetrie  
Die Laser-Doppler-Fluximetrie erlaubt eine kontinuierliche, nicht-invasive und 
semiquantitative Erfassung der Gewebemikrozirkulation. Das Prinzip basiert auf 
dem Doppler Effekt, wobei das von einem Helium-Neon Laser emittierte Licht von 
bewegten Strukturen, vor allem den Erythrozyten, reflektiert wird (Limbourg et al., 
2009). Für die Arbeit wurde eine moorLDI2-HIR Laserdoppler-Imaging-Einheit 
verwendet (LDI, Moor Instruments, Axminster, UK). Bei einem Scan-Vorgang 
wird das Bein der Maus durch einen Laserstrahl abgetastet. Die Maus wurde da-
für etwa 30 cm unterhalb des Laseraustritts mittels Klebestreifen fixiert. Die Ein-
dringtiefe des Laserstrahls beträgt ungefähr 1-2mm und reflektiert somit den 
nutritiven (kapillären) und den thermoregulativen (arteriolären und venolären) 
Blutfluss. Jede Maus wurde präoperativ nach Applikation der Narkose gescannt 
2. Material und Methoden 
30 
 
und unmittelbar postoperativ nach Wundnaht, solange die Maus sich noch in Nar-
kose befand. Hierdurch erfolgte die Erfolgskontrolle, ob die Ligation erfolgreich 
gewesen ist. Jeder Scan-Vorgang dauerte etwa 3-5 Minuten. Die Narkose war 
hierfür wichtig, denn die Maus darf sich während des gesamten Vorgangs nicht 
bewegen.  
Ein Scan mittels LDI erfolgte erneut am 3., 5., 7., 9., 11. und 15. Versuchstag 
(Abb. 6) bzw. am 3., 5., 7 Versuchstag (Abb. 7), wenn ebenfalls die Thrombozy-
ten systemisch depletiert wurden, wie unter 2.3.1 beschrieben wurde. Hierzu 
mussten die Tiere erneut in eine kurze Narkose versetzt werden. Es erfolgte eine 
Allgemeinanästhesie mit Medetomidin (500µg/kg, Eurovet, Bladel, Niederlande) 
und Midazolam (5mg/kg, Siegfried Hameln, Hameln) in einer Mischspritze. Eine 
Abschirmung mit Opiaten war hierfür nicht erforderlich, da der Scan-Vorgang kei-
nerlei Schmerzen verursacht. Auch diese Narkose wurde nach Beendigung des 
Scan-Vorgangs (3-5 Minuten) antagonisiert (s. 2.4.3).  
 
Abb. 6: Zeitlicher Ablauf der Hindlimb-ischemia-Versuche ohne systemi-
sche Thrombozytendepletion 
2.4.3 Postoperative Versorgung und Probenaufbereitung  
Nach Abschluss des Scan-Vorgangs wurden die Mäuse aus der Narkose 
ausgeleitet. Hierzu wurde die Narkose antagonisiert. Um postoperativ eine aus-
reichende Flüssigkeitsversorgung zu gewährleisten, wurde jeder Maus zuvor ein 
Gesamtvolumen von 0,01 ml pro g Körpergewicht aus 0,9%-NaCl-Lösung und 
5%iger Glucoselösung im Verhältnis 1:1 s.c. appliziert. Diese Gabe erfolgte direkt 
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postoperativ und wurde am Abend des OP-Tages wiederholt. Zur s.c.-Injektion 
wurden 25G Kanülen (Braun, Melsungen) verwendet. Eine postoperative Wär-
meversorgung wurde bis zum Aufwachen der Mäuse, was nach Antagonisierung 
der Narkose schnell eintrat, unter adäquatem Augenschutz mittels Rotlicht ge-
währleistet. Die Antagonisierung der Narkose erfolgte mittels s.c.-Injektion von 
Atipamezole (2,5 mg/kg, Zoetis, Parsippany-Troy Hills Township, USA) und 
Flumazenil (0,5 mg/kg, Fresenius Kabi, Bad Homburg). Das Opiat wurde hierbei 
bewusst nicht antagonisiert, um keine postoperative Schmerzkrise auszulösen. 
Die Mäuse erholten sich unter der Wärmelampe von der Narkose. Zur zusätzli-
chen Abschirmung wurde vor Injektion der Antagonisierung Buprenorphin s.c. 
(Temgesic, Schering Plough, Kenilworth, USA) in einer Dosierung von 0,05 
mg/kg Körpergewicht appliziert. Eine erneute Injektion erfolgte in gleicher Dosie-
rung am Abend des OP-Tages. Bei unzureichender Wirkung wurde die Dosis auf 
bis zu 0,1 mg/kg gesteigert. Die postoperative Schmerztherapie wurde auf diese 
Weise am ersten und zweiten postoperativen Tag fortgeführt. Es erfolgte eine 
Applikation des Analgetikums alle 8 Stunden, d.h. dreimal pro Tag. Die Tiere wur-
den nach den Eingriffen in Einzelhaltung auf Einstreu gehalten sowie intensiv vor 
allem auf Anzeichen von Schmerzen hin beobachtet und täglich gewogen, um 
ausreichende Wasser- und Nahrungsaufnahme zu kontrollieren sowie Hinweise 
auf mögliche Infektionen zu erhalten. Allen Tieren standen Futter und Wasser ad 
libitum zur Verfügung. Die Tiere wurden so bis zu 14 Tagen postoperativ gehal-
ten. In dieser Zeit wurde die Revaskularisation des Hinterlaufs mittels regelmäßi-
ger LDI-Scans gemessen, wie bereits beschrieben.  
In einem Experiment wurde zusätzlich am ersten postoperativen Tag Throm-
bozytendepletionsserum i.p. appliziert, wie unter 2.3.1 beschrieben. Dieses Ex-
periment wurde lediglich bis zum 6. postoperativen Tag fortgeführt (Abb. 7).  




Abb. 7: Zeitlicher Ablauf der Hindlimb-ischemia-Versuche mit systemi-
scher Thrombozytendepletion 
Für den letzten Scan am 15. Versuchstag erfolgte die Narkose erneut durch 
eine intraperitoneale Injektion von Medetomidin (500µg/kg), Midazolam (5mg/kg) 
sowie Fentanyl (50µg/kg) i.p. in einer Mischspritze. Nach Beendigung des Scan-
vorgangs erfolgte in tiefer Narkose die Perfusion der Mäuse mittels körperwar-
mem 0,9%-NaCl. Hierzu wurde das linke Herz kanüliert, das rechte Herz 
eingeritzt und 20 ml Flüssigkeit durch das Gefäßsystem perfundiert, was etwa 
eine Minute in Anspruch nahm. Daraufhin erfolgte die Tötung der Maus mittels 
Genickbruch. Nun wurden beidseits die Gastrocnemius-Muskeln entnommen 
und histologisch aufgearbeitet, wie unter 2.5 beschrieben. Die Kapillardichte der 
Gastrocnemius-Muskeln wurde mittels CD31-Immunfluoreszenzfärbung be-
stimmt (s. 2.5.2). Es wurde die Anzahl CD31-positiver Strukturen pro Gesichts-
feld bei 40-facher Vergrößerung quantifiziert. Hierfür wurden 10 Schnitte 
verwendet, welche jeweils 200 µm auseinanderlagen. Pro Schnitt wurden 5 zu-
fällig ausgewählte Gesichtsfelder quantifiziert.  
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Matrigelplugs wurden fixiert, wie unter 2.3 beschrieben und dann in O.C.T. 
Tissue Tek (Sakura, Staufen) eingebettet und bei -20°C eingefroren. Histologi-
sche Schnitte von Matrigelplugs wurden bei einer Schichtdicke von 10 µm mit 
einem Kryostat der Firma Leica (CM3050, Leica, Nussloch) angefertigt.  
Gastrocnemius-Muskeln aus Tieren aus dem Hindlimb-ischemia-Assay wur-
den nach der Explantation in kaltem neutral gepuffertem 4%-Paraformaldehyd 
(Merck, Darmstadt) für 4 Stunden fixiert. Danach wurden auch sie in O.C.T. 
Tissue Tek (Sakura, Staufen) eingebettet und bei -20°C eingefroren. Die Muskeln 
wurden mit einer Schichtdicke von 8 μm geschnitten.  
2.5.1 Hämatoxylin/Eosin-Färbung 
Bei der Hämatoxylin/Eosin-Färbung (H&E) werden Zellkerne mittels Häma-
toxylin dunkelblau gefärbt, während das Zytoplasma durch das Eosin rötlich er-
kennbar wird. Das verwendete Protokoll für diese Färbung ist im Folgenden 
aufgeführt: Bei dem hier verwendeten Protokoll wurden die Schnitte zunächst 
mindesten 30 Minuten aufgetaut. Dann folgte ein Permeabiliserungsschritt in 4% 
neutral gepuffertem PFA für 30 Minuten. Dann wurden die Schnitte in deionisier-
tem Wasser (ddH20) für 5 Minuten gewaschen und 5 Minuten in Hämalaun ge-
färbt (Hämalaunlösung sauer nach Mayer, Roth, Karlsruhe). Daraufhin wurden 
die Schnitte unter laufendem kalten Leitungswasser für 15 Minuten gebläut. Dann 
folgte die Eosin-Färbung für 3 Minuten in 1% Eosinlösung (Roth, Karlsruhe), wel-
che mit einem Tropfen Eisessig gesäuert war, um das alkalische Bläuen abzu-
stoppen. Dann wurden die Schnitte in ein organisches Medium mittels einer 
Alkohol-Konzentrationsreihe überführt. Zuerst folgte ein kurzer Waschschritt in 
ddH20 für 10 Sekunden, dann jeweils 5 Sekunden in 70%, 80% und 90% Ethanol. 
Dann folgten zwei Inkubationssschritte in 100% Ethanol für 5 Minuten. Schließ-
lich wurden die Schnitte 3 Minuten in RotiHistol (Roth, Karlsruhe) vorbereitet und 
mit RotiHistokit (Roth, Karlsruhe) eingedeckelt.  




Gastrocnemius-Muskel-Schnitte wurden ebenfalls mittels Immunfluores-
zenz-Färbung auf den Endothelzellmarker CD31untersucht. Hierzu wurden die 
Schnitte für 10 Minuten mit eiskaltem Aceton (Merck, Darmstadt) permeabilisiert 
und mit 10% Ziegen-Serum (Gibco goat serum, Thermo Fisher Scientific, 
Waltham, USA) und 1% BSA (bovine serum albumin, bovines Serumalbumin, 
Thermo Fisher Scientific, Waltham, USA) für 30 Minuten bei Raumtemperatur 
geblockt. Daraufhin wurden die Schnitte mit Hase-antiCD31-Antikörper (1:20, 
Abcam, Cambridge, UK) in 1% BSA für 14 Stunden bei 4°C inkubiert. Danach 
wurde mit 0,05% Tween-PBS (Sigma-Aldrich) gewaschen und erneut mit 10% 
Ziegen-Serum (Gibco goat serum, Thermo Fisher Scientific) und 1% BSA 
(Thermo Fisher Scientific) für 30 Minuten bei Raumtemperatur geblockt. Als Se-
kundär-Antikörper wurde ein AlexaFluor-488-konjugierter Ziegen-anti-Hase-Anti-
körper (Invitrogen, Carlsbad, USA) für 2 Stunden bei Raumtemperatur und 
Dunkelheit verwendet. Daraufhin wurde erneut mit PBS gewaschen und schließ-
lich eine Zellkernfärbung mit DAPI (1:3000, Sigma-Aldrich) für 3 Minuten durch-
geführt.  
Tabelle 4: Für die Immunfluoreszenzfärbung verwendete Puffer 
Puffer-Bezeichnung Zusammensetzung 
PBST Puffer (0,1% Tween) 
1000 ml Aqua dest. 
2 Stück PBS Tabletten (Invitrogen) 
1 ml Tween 20 (Sigma-Aldrich) 
0,05% Tween-PBS 
1000 ml Aqua dest. 
2 Stück PBS Tabletten (Invitrogen) 
0,5 ml Tween 20 (Sigma-Aldrich) 
 
Für die Visualisierung der Ko-Lokalisation des Thrombozytenmarkers CD41 
und des C5a-Rezeptors (CD88) wurden Schnitte nach dem bereits beschriebe-
nen Protokoll fixiert und mit 1% BSA (Thermo Fisher) mit Zusatz von 0,1% Glycin 
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(Sigma-Aldrich) in PBST (s. Tabelle 4) für 30 Minuten bei Raumtemperatur ge-
blockt. Die Schnitte wurden daraufhin mit dem ersten Primärantikörper, Ziege-
anti-Maus-CD88-Antikörper (1:200, Santa Cruz, Dallas, USA), in 1% BSA in 
PBST für 14 Stunden bei 4oC inkubiert. Nach 4 Waschschritten mit PBS wurde 
der erste Sekundärantikörper aufgebracht, AlexaFluor 488-konjugierter Esel-
anti-Ziege-Antikörper (1:500, Invitrogen, Carlsbad, USA), für 2 Stunden bei 
Raumtemperatur und Dunkelheit. Danach folgte ein weiterer Waschschritt mit 
PBS, ein weiterer Blockierungs-Schritt und dann wurden die Schnitte mit dem 
zweiten Primärantikörper, Ratte-anti-Maus-GPIb-Antikörper (Klon POP-B, 1:50, 
Emfret Analytics, Eibelstadt, Germany), in 1% BSA in PBST für 14 Stunden bei 
4oC inkubiert. Nach 4 Waschschritten mit PBS wurde der zweite Sekundäranti-
körper aufgebracht, AlexaFluor 568-kujugierter Ziege-anti-Ratte-Antikörper 
(1:500, Invitrogen, Carlsbad, USA), für 2 Stunden bei Raumtemperatur und Dun-
kelheit. Danach folgte ein weiterer Waschschritt mit PBS und schließlich wurde 
noch eine Zellkernfärbung mit DAPI (1:3000, Sigma-Aldrich), wie oben bereits 
beschrieben, durchgeführt.  
Bei allen Färbungen wurden jeweils Kontrollfärbungen ohne Primärantikörper 
und mit einem zum jeweiligen Primärantikörper passenden Kontroll-IgG-Antikör-
per durchgeführt. Die hierfür verwendeten Antikörper finden sich in Tabelle 5.  
2.5.3 Mikroskopie 
Die mittels Immunfluoreszenz gefärbten Schnitte wurden mit Dako Flu-
orescence Mounting Medium (Dako, Agilent, Santa Clara, USA) und Deckgläs-
chen eingedeckelt und getrocknet. Bilder wurde bei einer Vergrößerung von 40x 
mit einem Axioplan II FS spinning disk Mirkroskop (Carl Zeiss Micro Imaging, 
Jena) aufgenommen, welches ein Wasserimmersionsobjektiv besitzt und mittels 
Live Acquisition Software (FEI, München) gesteuert wird. Ausgewertet und ana-
lysiert wurden die Aufnahmen mit der Software ImageJ (National Institute of 
Health, NIH, Bethesda, USA).  
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Tabelle 5: Für die Immunfluoreszenz verwendete Antikörper 
Antikörper Bezugsquelle 
Hase-antiCD31-Antikörper Abcam, Cambridge, UK 
Polyklonale Hase.IgG-Isotyp-Kontrolle Abcam, Cambridge, UK 
Ziege-anti-Maus-CD88-Antikörper Santa Cruz, Dallas, USA 
Polyklonale Ziege-IgG-Isotyp-Kontrolle Abcam, Cambridge, UK 
Ratte-anti-Maus-GPIb-Antikörper (Klon 
POP-B) 
Emfret Analytics, Eibelstadt 
Ratte-anti-Maus-Kontroll-GPIb-
Antikörper (POP-B) 





Invitrogen, Carlsbad, USA 
AlexaFluor 488-konjugierter Esel-anti-
Ziege-Antikörper 
Invitrogen, Carlsbad, USA 
AlexaFluor 568-konjugierter Ziege-anti-
Ratte-Antikörper 
Invitrogen, Carlsbad, USA 
2.6 Durchflusszytometrie 
Die Methode der Durchflusszytometrie ermöglicht es, Zellen in Suspension 
quantitativ zu analysieren (Givan, 2001) anhand der Streuung eines Laserstrahls 
an der Zelle selbst oder mittels fluoreszierender Antikörper, die an spezifische 
Marker auf der Zelloberfläche binden. Die Zellen fließen in einer Trägerflüssigkeit 
durch den Laserstrahl. Dabei wird das Streulicht gemessen. Hierbei unterschei-
det man das nach vorne abgelenkte Licht, das im „Forwardscatter“-Detektor 
(FSC) gemessen wird und Informationen über die Größe der Zellen liefert, von 
dem im 90°-Winkel abgelenkten Seitwärtsstreulicht, das im „Sidescatter“-Detek-
tor (SSC) gemessen wird und die Granularität der Zellen charakterisiert. Über 
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diese auch ohne Fluoreszensmarkierung mögliche Messung der Zelleigenschaf-
ten hinaus, können Zellen mit Antikörpern markiert werden, die mit fluoreszieren-
den Farbstoffen gelabelt sind, um einzelne Oberflächenantigene der Zellen 
sichtbar zu machen und zu quantifizieren. Am gebräuchlichsten sind die Farb-
stoffe Fluorescein-Isothiocyanat (FITC) und Phycoerythrin (PE). Diese emittieren 
Licht nach Anregung durch das monochromatische Licht des Lasers in einer für 
den Farbstoff spezifischen Wellenlänge. Die Fluoreszenz einer Zelle nimmt dabei 
proportional zur Anzahl der von einer Zelle spezifisch gebundenen farbstoffkon-
jugierten Antikörper zu.  
2.6.1  Durchflusszytometrische Analyse der C5aR-Expression auf 
Thrombozyten 
Gewaschene Thrombozyten wurden frisch aus dem Blut von WT-Mäusen ge-
wonnen, wie unter 2.2.2 beschrieben. Daraufhin wurde eine Blockierung unspe-
zifischer Bindungen mittels FcR-Block (BD, Franklin Lakes, USA) vorgenommen 
und eine Färbung durchgeführt mittels eines C5aR-PE-Antikörpers (Ratte-anti-
Maus CD88, Klon 20/70, BioLegend, San Diego, USA) und eines dazu passen-
den Kontroll-IgG-Antikörpers (Ratte-Isotyp-Kontroll-IgG2b, BioLegend). Die ge-
färbten Proben wurden daraufhin umgehend an einem Durchflusszytometer 
Modell Calibur (BD, Franklin Lakes, USA) analysiert. Die spezifische Antikörper-
bindung wurde mittels der durchschnittlichen Fluoreszenzaktivität (mean flu-
orescence intensity, MFI) von 25.000 Ereignissen ausgedrückt. Die Daten 
wurden daraufhin mit der Software FloJo (Version 10, Tree Star, Ashland, USA) 
analysiert und graphisch aufbereitet.  
2.6.2 Durchflusszytometrische Analyse der Modulation der C5aR-
Expression von Thrombozyten nach Stimulation 
PRP wurde aus menschlichem Blut gewonnen und mit  PBS, oxLDL, ADP 
und Kollagen stimuliert, wie unter 2.2.1 und 2.2.3 beschrieben. Die Zellen wurden 
daraufhin nach Blockierung mittels FcR-Block (BD Biosciences, Franklin Lakes, 
USA) zum einen mit Maus-anti-Human-CD88-Antikörper (mouse anti-human 
CD88 Alexa Fluor 647, Klon P12/1, 5 µg/ml, BioRad, Hercules, USA) oder des 
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entsprechenden Kontroll-IgGs (Mouse IgG2a Negative Control Alexa Fluor 647, 
BioRad) gefärbt. Zum anderen wurde die Aktivierung der Thrombozyten mittels 
P-Selektin-Expression (CD62P) untersucht. Hierzu wurden die Thrombozyten 
nach Stimulation mittels eines Maus-anti-Human-CD62P-PE-Antikörpers (mouse 
anti-human CD62P-PE, Klon CLB-Thromb/6, 200 µg/ml, Beckman Coulter, Kre-
feld) bzw. der entsprechenden Isotyp-Kontrolle (mouse IgG1-PE, 200 µg/ml, 
Beckman Coulter) gefärbt. Die Analyse der gefärbten Proben wurde, wie bereits 
unter 2.6.1 beschrieben, durchgeführt.  




BioLegend, San Diego, USA 
Ratte-Isotyp-Kontroll-IgG2b-PE BioLegend, San Diego, USA 
Maus anti-Human CD88 Alexa Fluor 
647-Antiköerper (Klon P12/1) 
BioRad, Hercules, USA 
Maus IgG2a Negative Control Alexa 
Fluor 647 
BioRad, Hercules, USA 
Maus-anti-Human-CD62P-PE-
Antikörper (Klon CLB-Thromb/6) 
Beckman Coulter, Krefeld 
Maus-Isotyp-Kontroll-IgG1-PE Beckman Coulter, Krefeld 
2.7 Isolation von primären Endothelzellen (MLECs) 
Für die Zellkulturexperimente wurden neben einer endothelialen Zelllinie 
(MHEC5-T) auch primäre Endothelzellen verwendet. Das bedeutet, dass diese 
Zellen nicht immortalisiert sind, sondern nach einer gewissen Zahl an Zellteilun-
gen ihre spezifische endotheliale Charakteristik verlieren (Lim and Luscinskas, 
2006). In diese Arbeit wurden murine Lungenendothelzellen verwendet. Diese 
wurden nach einem in der Literatur bereits veröffentlichten Protokoll isoliert (Choi 
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et al., 2008). Die Lungen wurden frisch aus schmerzfrei getöteten WT-Mäusen 
(C57Bl/6J) entnommen, in DMEM-Puffer (Dulbecco's Modified Eagle Medium, 
Gibco, Thermo Fisher) mit 10% fötalem Kälberserum (fetal bovine serum, FBS, 
Gibco, Thermo Fisher) und Penicillin-Streptomycin (P/S, Thermo Fisher) gewa-
schen. Daraufhin wurden die Lungen in etwa 1-2 mm³ große Stücke zerteilt. Dann 
wurde das zerkleinerte Gewebe mit Kollagenase Typ I (2 mg/ml, collagenase type 
I, Gibco, Thermo Fisher) in DMEM-Puffer mit 0,1% BSA (Thermo Fisher) bei 37°C 
für 3-4 Stunden auf einem Wippschüttler verdaut und durch ein 70 µm Zellsieb 
(Thermo Fisher) gegeben. Daraufhin wurden die Zellen abzentrifugiert und in 
DMEM-F12-Puffer (Gibco, Thermo Fisher) mit 20% FBS, P/S und 100 µg/ml en-
dothelial cell growth supplement (ECGS, Corning) resuspendiert. Die Zellsuspen-
sion wurde daraufhin in T25-Zellkulturflaschen (Sarstedt, Nürnbrecht) ausgesät. 
Diese waren zuvor mit 0,4% Gelatine (Sigma-Aldrich) beschichtet worden. Das 
bedeutet, der Boden der Zellkulturflaschen wurde mit 0,4% Gelatinesuspension 
(Sigma-Aldrich) bedeckt; diese haben wir dann für 30 Minuten bei 37°C gelieren 
und präzipitieren lassen. Dann wurde die überstehende Flüssigkeit abgenom-
men. Der Boden der Zellkulturflasche war nun beschichtet. Die Zellsuspension 
wurde in die Flaschen gegeben; bei 37°C haben wir sie im Zellkulturschrank 
wachsen lassen. Nach etwa 14 Stunden wurde der Flaschenboden mit warmem 
PBS gewaschen, um lose und nicht-adhärente Zellen zu entfernen. Dann wurde 
neues Medium mit ECGS-Zusatz hinzugefügt. Wir haben die Zellen so lange 
wachsen lassen, bis sie einen subkonfluenten Zellrasen bildeten, wobei das Me-
dium mit den bereits beschriebenen Zusätzen täglich gewechselt wurde.  
Magnetische Beads sind magnetische Metallpartikel, welche mit biologischen 
Molekülen verbunden sind, welche sich mit spezifischen Antikörpern koppeln las-
sen. So können sie durch magnetische Anziehung Zellen binden, welche diese 
spezifischen Oberflächenstrukturen aufweisen. Dieses Prinzip wurde hier ange-
wandt. Magnetische Anti-Ratte-Beads (Dynabeads, Invitrogen, Carlsbad, USA) 
wurden mit Ratte-anti-Maus-CD102-Antikörpern (rat anti-mouse CD102 antibo-
dies, ICAM-2, Klon 3C4, BD Biosciences, Franklin Lakes, USA) in PBS mit 0,1% 
BSA und 2mM EDTA (Roth, Karlsruhe) präinkubiert. Nach zwei Waschschritten 
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mit DMEM-Puffer mit 0,1% BSA, wurden die Beads zu den Zellen in die Zellkul-
turflaschen gegeben und für 10 Minuten inkubiert. Die Flaschen wurden dann 
vorsichtig mit warmem PBS gewaschen, um ungebundene Beads zu entfernen. 
Daraufhin wurden die Zellen mittels Trypsin (Trypsin-EDTA 0,05%, Gibco, 
Thermo Fisher) abgelöst. Danach wurden die Zellen in Suspension anhand ihrer 
Bindung an die CD102-Beads aufgetrennt, indem viermal mit DMEM-Puffer mit 
0,1% BSA auf einem Magneten gewaschen wurde, sodass nicht an die magneti-
schen Beads gebundene Zellen abgewaschen wurden. Die verbliebenen Zellen 
wurden in neue mit Gelatine beschichtete T25-Flaschen ausgesät; wir haben sie 
erneut bis zur Subkonfluenz wachsen lassen. Dann folgte ein zweiter Aufreini-
gungsschritt mit magnetischen Beads. Nach erneutem Aussähen haben wir die 
Zellen erneut bis zur Subkonfluenz wachsen lassen. Dann wurde die Reinheit der 
nun gewonnenen Endothelzellen durchflusszytometrisch bestimmt. Es wurde die 
Expression von CD102, CD31 und CD144 untersucht. Zellen, welche die Expres-
sion all dieser Marker aufwiesen, wurden als Endothelzellen definiert. Die so be-
stimmte Zellreinheit betrug bei den Zellen, welche in dieser Arbeit verwendet 
wurden, über 95 Prozent.  
2.8 In vitro Endothelzell-Assays 
Wir bereits in der Einleitung (1.2) beschrieben, sind Endothelzellen die 
Schlüsselzellen der Angiogenese. Ihre Proliferation, ihre Migration und ihre Fä-
higkeit, Röhrenstrukturen zu bilden, sind entscheidend für das Aussprossen 
neuer Gefäße aus bestehenden Gefäßnetzwerken, der Angiogenese. Dieser 
Prozess ist in vivo sehr komplex und auf vielfältige Weise moduliert und gesteu-
ert. In vitro kann diese Komplexität nicht simuliert werden. Es lassen sich dafür 
aber einzelne Schritte gezielt nachstellen und spezifische Einflussfaktoren auf 
die beschriebenen endothelialen Funktionen untersuchen. Es ist daher von gro-
ßer Bedeutung in der Angiogeneseforschung, auch in vitro spezifische Endothel-
zellfunktionen zu untersuchen (Cao et al., 2011).  
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2.8.1 Kultur von Endothelzellen in vitro 
Alle Experimente mit primären murinen Lungenendothelzellen (MLECs) wurden 
innerhalb von 2 Wochen nach Isolation und Aufreinigung der Zellen durchgeführt. 
Dabei wurden die Zellen in DMEM-Puffer (Dulbecco's Modified Eagle Medium, 
Gibco, Thermo Fisher) mit Zusatz von 10% FBS und P/S (Gibco, Thermo Fisher)  
sowie ECGS (endothelial cell growth supplement, Corning) auf mit 0,4% Gelatine 
beschichteten T75-Platten bei 37°C kultiviert. Das Medium wurde täglich ge-
wechselt. Alle zwei Tage wurden die Zellen mittels Trypsin abgelöst und mit einer 
Zellzahl von 1.000.000 Zellen pro T75-Flasche wieder ausgesät. Für Versuche 
wurden die Platten mit warmem PBS gewaschen und die Zellen dann mit Trypsin 
abgelöst. Die Konzentration der Zellsuspension wurde mittels einer Neubauer-
Kammer (C-Chip, Neubauer improved counting chamber, Roth) ausgezählt und 
berechnet. Um tote Zellen auszuschließen, wurde vorher eine Färbung der zu 
zählenden Probe mit Trypanblau durchgeführt (Trypan Blue solution 0,4%, 
Sigma-Aldrich).  
Auch Endothelzellen der endothelialen Zelllinie MHEC5-T wurde für Endothel-
zellversuche in dieser Arbeit verwendet. Diese Zellen wurden bereits in der Lite-
ratur als geeignetes Endothelzellmodell beschrieben (Schönberger et al., 2014). 
Auch diese wurden in DMEM-Puffer (Dulbecco's Modified Eagle Medium, Gibco, 
Thermo Fisher) mit Zusatz von 5% FBS und P/S (Gibco, Thermo Fisher), und 
ohne ECGS kultiviert. Hierfür wurden dieT75- Kulturflaschen mit 0,2% Gelatine 
beschichtet. Ansonsten entspricht das Handling der Zellen dem bereits für 
MLECs beschriebenen.  
2.8.2 Proliferation-Assay in vitro 
MHEC5-T-Endothelzellen wurden auf unbeschichtete 96-Well-Platten (Ep-
pendorf, Hamburg) in einer Konzentration von 5x103 Zellen pro Well in oben be-
schriebenem Medium ausgesät. MLECs wurden in einer Konzentration von 3x103 
Zellen pro Well verwendet. Nach 6, 18 oder 25 Stunden wurden die Zellen mittels 
Trypsin abgelöst, mit Trypan gefärbt, und die Konzentration an lebenden Zellen 
mittels einer Neubauer-Kammer gezählt und auf die Gesamtmenge hochgerech-
net.  
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2.8.3 Migration-Assay in vitro 
Der sogenannte Scratch-Assay erlaubt es, das Migrationsverhalten von En-
dothelzellen zu untersuchen. Dieser Versuch wurde durchgeführt, wie bereits in 
der Literatur beschrieben (Langer et al., 2006). Hierfür wurden MHE5-T-Zellen in 
oder MLECs auf mit 0,2% bzw. 0,4% Gelatine beschichteten 24-Well Platten (Ep-
pendorf, Hamburg) in einer Zahl von 2x103 Zellen pro Well bzw. 1x103 Zellen pro 
Well ausgesät. Nach 24 Stunden Inkubation bei 37°C wurde überprüft, ob ein 
subkonfluenter Zellrasen gewachsen war. War dies der Fall, so wurde dieser Zell-
rasen mittels einer sterilen Pipettenspitze „verwundet“. Das bedeutet, es wurde 
zentral in jedem Well ein etwa 1 mm breiter Streifen des Zellrasens abgekratzt. 
Dann wurde mit warmem PBS vorsichtig gewaschen und neues Medium hinzu-
gefügt. Diesem wurde dann je nach Experiment eine Reihe von frisch isolierten 
Thrombozyten oder auch Thrombozytenüberstand hinzugefügt. Nach 16,5 Stun-
den für MHEC5-T oder 28 Stunden für MLECs wurden mittels eines Phasenkon-
trast-Mikroskops (Axiovert 200, Carl Zeiss, Jena) Aufnahmen des Zellrasens bei 
5x-Vergrößerung gemacht. Als Maß der endothelialen Migration wurde die nach 
16 bzw. 28 Stunden überwachsene Fläche mittels der Zeiss-Software Axiovision 
(rel. 4.8, Carl Zeiss, Jena) quantifiziert.  
2.8.4 Tube formation-Assay in vitro 
Endothelzellen haben die Eigenschaft, spontan röhrenartige Strukturen zu 
bilden, wenn sie in oder auf einer geeigneten Matrix ausplattiert werden. Diese 
Eigenschaft zeichnet Endothelzellen aus und definiert diesen Zelltyp in vitro 
(Folkmann and Haudenschild, 1980). Bezeichnet wird diese Fähigkeit als Tube 
formation. In einem in vitro Versuch, dem sogenannten Tube formation-Assay, 
lässt sich diese Eigenschaft von Endothelzellen als ein in vitro Angiogenesemo-
dell nutzen.  
48-Well-Platten (Eppendorf) wurden mit Matrigel (Corning Inc, Corning, USA) 
beschichtet. Bei 3°C ist Matrigel flüssig und wurde blasenfrei in die Wells pipet-
tiert. Das Matrigel geliert durch Inkubation bei 37°C für 30 Minuten. Jeweils 3x104 
Zellen der MHEC5-T-Linie oder MLECs wurden auf das vorbereitete Matrigel 
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ausgesät. Als Medium wurde endotheliales Kulturmedium mit nur 1% FBS ver-
wendet. Nach 30 Minuten hatten sich die Zellen abgesetzt. Es wurden Phasen-
kontrast-Aufnahmen bei 5x-Vergrößerung gemacht. Anhand dieser Aufnahmen 
wurde die gleichmäßige Verteilung der Zellen überprüft. Ergaben sich hierbei Ab-
weichungen, wurde dieses Well aus der Analyse ausgeschlossen. Es erfolgte 
nun die Koinkubation mit frisch isolieren Thrombozyten (2x106/ Well) oder dem 
Überstand von Thrombozyten, wobei dieser im Verhältnis 1:1 mit Endothelzell-
medium gemischt wurde. Die FBS-Konzentration wurde allerdings stabil bei 1% 
gehalten. Als Kontrollbedingungen wurde eine Koinkubation mit Tyrodes-Puffer 
pH 7,4 durchgeführt. Nach 6,5 Stunden für MHEC5-T und nach 10 Stunden bei 
MLECs wurden Aufnahmen von Wells mittels eines Phasenkontrast-Mikroskops 
(Axiovert 200, Carl Zeiss, Jena) bei 10x-Vergrößerung gemacht. Es wurden je-
weils 2 Aufnahmen von repräsentativen Ausschnitten jedes Wells angefertigt. Als 
Maß der tube formation wurden die Längen aller tubes pro Well mittels der Zeiss-
Software Axiovision manuell ausgemessen und addiert.  
2.9 ELISA-Analyse von Thrombozytenüberstand  
Der Enzyme-linked immunosorbent Assay (ELISA) ist ein immonologisches 
Verfahren, mit dem niedermolekulare Verbindungen oder Proteine qualitativ bzw. 
quantitativ nachgewiesen werden können. Primärantikörper sind auf einer Platte 
hierbei in einer festen Phase aufgetragen (capture-Antikörper). Darauf wird eine 
Lösung mit der zu messenden Substanz gegeben, sodass das Antigen von Inte-
resse an den Primärantikörper binden kann. Durch mehrere Waschschritte wer-
den alle anderen Antigene entfernt, außer der der zu messenden Substanz . Nun 
wird ein zweites Reagens mit einem Detektor in die Wells gefüllt, welches mittels 
eines weiteren Antikörpers, des detection-Antikörpers, das zu messende Antigen 
erkennt. Nach einer weiteren Inkubationszeit wird erneut gewaschen und unge-
bundene Antikörper entfernt. Jetzt befindet sich in jedem Well eine zur Menge 
des Antigens proportionale Menge detection-Antikörper. Dieser ist meist mit 
Meerrettich-Peroxidase markiert. Durch Zugabe eines Substrats, das durch eine 
enzymatisch katalysierte Reaktion in ein intensiv farbiges Produkt umgesetzt 
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wird, erreicht man eine der Enzymmenge und somit auch der Antigenmenge pro-
portionale Änderung der Lichtabsorption in den einzelnen Wells, welche mit Hilfe 
eines Photometers gemessen werden kann. Mit Hilfe einer Standardverdün-
nungsreihe des zu untersuchenden Antigens kann durch Interpolation auf die An-
tigenkonzentration in der Probe rückgeschlossen werden. 
In dieser Arbeit wurde der Überstand von Thrombozyten, welche mit C5a sti-
muliert wurden, mittels ELISA untersucht. Die Gewinnung des Überstands wurde 
unter 2.2.4 beschrieben. Es wurde zum einen ein Proteome Profiler Mouse Angi-
ogenesis Array Kit (ARY015, R&D Minneapolis, USA) verwendet. Hierbei sind 
die capture-Antikörper auf einer Membran aufgetragen. Die detection-Antikörper 
werden mit der Probe vermischt und inkubiert, dann erfolgt die Inkubation der 
Membran mit dem Antigen-Antikörper-Mix. Dieser Assay erlaubt die relative 
Quantifizierung von 53 Angiogenese-assoziierten Proteinen parallel. Dieser Ver-
such wurde gemäß den Angaben des Herstellers durchgeführt.  
Zum Zweiten wurde mittels eines konventionellen ELISAs das antiangiogene 
Peptid platelet factor 4 (PF4, CXCL4) gemessen und deren Konzentration im 
Überstand von mit C5a stimulierten Thrombozyten bestimmt. Hierfür wurde das 
Mouse CXCL4/PF4 Quantikine ELISA Kit (R&D) verwendet. Dieser Versuch 
wurde ebenfalls gemäß den Angaben des Herstellers durchgeführt. Die Auswer-
tung des ELISAs erfolgte an einem Microplate Reader 550 ELISA-Lesegerät (Bi-
oRad, Hercules, USA).  
2.10 Statistische Analyse  
Die gewonnenen Daten wurden mittels ungepaartem, zweiseitigem Student 
t-Test oder Varianzanalyse auf ihre statistische Aussagekraft hin untersucht. An-
gegeben sind die Mittelwerte mit Standardabweichung. P<0,05 wurde als statis-






3.1 Thrombozyten inhibieren wachstumsfaktorinduzierte Angioge-
nese in vivo  
Es gibt eine Reihe von Hinweisen darauf, dass Thrombozyten die Angioge-
nese beeinflussen (Italiano et al., 2008). Die Relevanz dieser Erkenntnisse für 
die Modulation der Angiogenese in vivo ist allerdings bisher unzureichend unter-
sucht. Im Matrigelplug-Assay wird eine solubilisierte Matrix in Mäuse subkutan 
injiziert und härtet dort aus. Dieser Plug wird in der Folge vaskularisiert, d.h. es 
wachsen Blutgefäße ein (s. 2.3). Dieses Einwachsen von Blutgefäßen lässt sich 
deutlich verstärken, indem der Matrix ein endothelialer Wachstumsfaktor (s. Ein-
leitung 1.2.1) zugesetzt wird. Um die Rolle von Thrombozyten in der wachstums-
faktorinduzierten Angiogenese zu untersuchen, haben wir diese in Matrigel 
gemischt und dieses dann injiziert. Zuvor hatten wir überprüft, ob Thrombozyten 
nach Suspension in kaltem Matrigel weiterhin funktionell bleiben. Thrombozyten, 
welche in kaltes Matrigel injiziert wurden und dann aus dem ausgehärteten Plug 
in vitro isoliert wurden, ließen sich weiterhin mit ADP stimulieren. Dies haben wir 
anhand der Hochregulation des Aktivierungsmarkers P-Selektin mittels Durch-
flusszytometrie untersucht 
Mischt man Thrombozyten in Matrigel, so resultiert hieraus eine signifikante 
Abnahme an Zellkernflächenanteil im Matrigelquerschnitt 7 Tage nach subkuta-
ner Injektion des Matrigels in vivo (Abb. 8). Thrombozyten scheinen also wachs-
tumsfaktorinduzierte Angiogenese zu inhibieren. Als Kontrollbedingung wurde 
statt Thrombozytensuspension das gleiche Volumen Tyrodes-Puffer pH 7,4 mit 







   
Abb. 8: Zugabe von Thrombozyten und bFGF ins Matrigel inhibiert die Endothelzell-








































































 A WT-Mäuse wurden dem Matrigel-Assay zugeführt. Matrigelplugs mit Zusatz von 
100.000.000 frisch isolierter muriner Thrombozyten pro Plug oder Puffer als Kon-
trolle wurden durch subkutane Injektion erzeugt. Das Matrigel wurde zusätzlich 
mit bFGF angereichert. Die Plugs wurden nach 7 Tagen entnommen und histolo-
gisch analysiert. Angiogenese wurde als Zellkernfläche pro Matrigelquerschnitt 
quantifiziert. Dargestellt ist der Mittelwert ±SF (n= 6-7 Matrigelplugs pro Gruppe) 
als % der Kontrolle. Die 100%-Kontrolle repräsentiert den Zellkernflächenanteil 
von Matrigelplugs mit Zusatz von bFGF und Puffer. * steht für p<0,05.  
 B Repräsentative histologische Bilder von Matrigelschnitten, die mit H&E gefärbt 
wurden. Es zeigt sich, dass die Zugabe von Thrombozyten die Zahl der Zellkerne 
pro Matrigelschnitt reduziert.  
3.2 Thrombozyten exprimieren den C5a-Rezeptor im angiogen akti-
ven Gewebe in vivo 
Auf der Oberfläche von Thrombozyten sind eine große Zahl verschiedener 
Rezeptoren exprimiert. Interessanterweise exprimieren Thrombozyten auch den 
Komplementrezeptor C5aR (Patzelt et al., 2015a; Martel et al., 2011). Mittels 
Durchflusszytometrie wurde die Expression dieses Rezeptors auf frisch isolierten 
murinen gewaschenen Thrombozyten untersucht (Abb. 9 A). Als Kontrolle diente 
ein Isotyp-Antikörper. Es zeigte sich eine signifikante Bindung des spezifischen 
Antikörpers gegen C5a-Rezeptor gegenüber dem Isotyp-Antikörper. Somit ist 
von einer Expression des Rezeptors auf Thrombozyten auszugehen.  
Im Hindlimb-ischemia-Assay wird mittels Ligatur der Femoralarterie Ischämie 
in der abhängigen Extremität der Maus erzeugt (s. 2.4). Hierdurch wird Angioge-
nese induziert (s. 1.2.1). Nach 14 Tagen wurden die Gastrocnemius-Muskeln der 
operierten ischämischen Extremität explantiert und histologisch aufgearbeitet. 
Hierbei ließ sich mittels Immunfluoreszenzfärbung nachweisen, dass Throm-
bozyten, welche sich in der Färbung CD41-positiv aber negativ für den Zellkern-
marker DAPI darstellen, im ischämischen Muskelgewebe vorkommen und ihr 
Fluoreszenzsignal mit dem von C5aR kolokalisiert (Abb. 9 B). Thrombozyten ex-








Abb. 9: Thrombozyten exprimieren den C5a-Komplementrezeptor, auch im angiogen akti-
ven ischämischen Muskelgewebe  
 A Frisch isolierte, murine, gewaschene Thrombozyten wurden durchflusszytome-
trisch auf C5aR-Expression untersucht. Dargestellt ist das Fluoreszenzintensitäts-




















 B Ischämische Hinterlauf-Muskeln von WT-Mäusen wurden 14  Tage nach Induk-
tion der Ischämie entnommen und histologisch analysiert. In der Immunfluores-
zenzfärbung ist die DAPI-Zellkernfärbung in blau dargestellt, C5aR in grün und 
thrombozytenspezifisches CD41 in rot. Die Kolokalisation von C5aR und CD41 
auf DAPI-negativen zellkernlosen Thrombozyten stellt sich orange dar, wie in der 
Ausschnittsvergrößerung des unteren linken Bildabschnitts im oberen Ausschnitts 
zu erkennen ist. Die Vergrößerung beträgt 63x. Die Maßstabsbalken markieren 5 
µm.  
3.3 Thrombozyten modulieren die Expression des C5a-Rezeptors 
in vitro 
Wie in der Einleitung unter 1.4.1 ausgeführt, besteht die Hauptfunktion der 
Thrombozyten in der primären Hämostase. Bei diesem Prozess stellt die Aktivie-
rung von Thrombozyten einen fundamentalen Mechanismus dar (Hagedorn et 
al., 2010). Um die Bedeutung des C5a-Komplementrezeptors auf Thrombozyten 
für deren Funktion zu beleuchten, haben wir daher untersucht, inwiefern die Ex-
pression des C5aR durch die Aktivierung von Thrombozyten mittels klassischer 
Aktivatoren beeinflusst wird. Hierzu haben wir menschliche Thrombozyten frei-
williger Spender in PRP isoliert und diese daraufhin mit oxLDL, ADP oder Kol-
lagen stimuliert. Die Expression des C5aR wurde daraufhin mittels 
Durchflusszytometrie gemessen. Es zeigte sich, dass oxLDL und Kollagen zu 
einer signifikanten Hochregulation von C5aR gegenüber einer Kontroll-Stimula-
tion mit PBS führen, während dieser Effekt für die ADP-Stimulation nicht signifi-
kant war (Abb. 10 A und B).  Zum Nachweis einer erfolgreichen 
Plättchenaktivierung durch die verwendeten Stimulatien wurde ebenfalls die P-
Selektin-Expression nach Stimulation nachgewiesen (Abb. 10 C). Für alle ver-
wendeten Substanzen zeigte sich eine signifikante P-Selektin-Hochregulierung 





















































Abb. 10: Bei Aktivierung von Thrombozyten wird die C5aR-Expression hochreguliert 
 A Humane Thrombozyten, welche als PRP isoliert wurden, wurden mit oxLDL, ADP 
und Kollagen für 30 min bei 37°C stimuliert. Daraufhin wurde die C5aR-Expres-
sion mittels Durchflusszytometrie bestimmt. Die Ergebnisse werden als Mittel-
werte der MFI von drei unabhängigen Experimenten dargestellt. Dargestellt ist 
der Mittelwert ±SF (n= 3 unabhängige Experimente) als % der Kontrolle. Die 
100%-Kontrolle repräsentiert die Kontroll-Stimulation mit PBS. * steht für p<0,05.  
 B Die Abbildung zeigt ein repräsentatives Fluoreszenzintensitätshistogramm, wel-
ches die Fluoreszenzintensitätskurven nach Stimulation mit Kontrollmedium, 
oxLDL, ADP und Kollagen darstellt 
 C Die Aktivierung von Thrombozyten mittels der verwendeten Stimulantien ist er-
folgreich. Nach Stimulation mit oxLDL, ADP und Kollagen lässt sich auf der Ober-
fläche von Thrombozyten eine signifikante Zunahme der P-Selektin-Expression 
mittels Durchflusszytometrie feststellen. Dargestellt ist der Mittelwert ±SF (n= 3 
unabhängige Experimente) als % der Kontrolle. Die 100%-Kontrolle repräsentiert 


































3.4 Einfluss des thrombozytären C5a-Rezeptors auf die Prolifera-
tion von Endothelzellen in vitro 
Sowohl das Komplementsystem als auch Thrombozyten spielen in der Angi-
ogenese eine Rolle (Brill et al., 2004; Langer et al., 2010). Zusätzlich exprimieren 
Thrombozyten den C5a-Rezeptor im angiogen aktiven Gewebe (Abb. 9) und die 
Expression des Rezeptors scheint durch Thrombozyten aktivierungsabhängig re-
guliert zu werden (Abb. 10). Es stellt sich daher die Frage, ob Thrombozyten auch 
an der Modulation der Angiogenese Anteil haben. Wie unter Abschnitt 1.2 be-
schrieben, spielt bei der Angiogenese die Proliferation von Endothelzellen, aber 
auch deren Migration und die Bildung primitiver Röhrenstrukturen, sogenannter 
„tubes“, eine entscheidende Rolle. Diese Schritte lassen sich in vitro mittels kul-
tivierter Endothelzelllinien aber auch primärer Endothelzellen nachvollziehen. Wir 
haben daher frisch isolierte, gewaschene, murine Thrombozyten mit murinen En-
dothelzellen koinkubiert. Dabei haben wir Thrombozyten aus WT-Tieren wie auch 
aus C5aR-Knockout-Mäusen verwendet, welche auf ihrer Oberfläche keinen 
funktionellen C5a-Rezeptor aufweisen (Hopken et al., 1996). Endothelzellen der 
murinen, endothelialen Zelllinie MHEC5-T zeigten keine Beeinflussung ihrer 
Proliferation zu Zeitpunkt 6 Stunden, 18 Stunden und 25 Stunden, durch Koinku-





Abb. 11: Koinkubation von WT- oder C5aR-Knockout-Thrombozyten hat keinen Effekt 
auf die Proliferation von MHE5-T-Endothelzellen 
  Murine Endothelzellen der Zelllinie MHEC5-T wurden kultiviert, wie unter 2.8.1 
beschrieben. Daraufhin wurden sie mit frisch isolierten Thrombozyten aus WT- 
oder C5aR-Knockout-Tieren koinkubiert. Nach 6, 18 und 25 Stunden wurden die 
Zellen mittels einer Neugebauer-Kammer gezählt. Dargestellt ist der Mittelwert 
±SF (n= 5 unabhängige Experimente) als % der Kontrolle. Die 100%-Kontrolle re-
präsentiert die Zellzahl zum Beginn des Experiments. * steht für p<0,05.  
3.5 Einfluss des thrombozytären C5a-Rezeptors auf die Migration 
von Endothelzellen in vitro 
Die Migration von Endothelzellen ist entscheidend für das Aussprossen 
neuer Blutgefäße aus einem bereits existierenden Gefäßnetzwerk (Lammert and 
Axnick, 2012). Diese Migrationsfähigkeit von Endothelzellen lässt sich ebenfalls 
in vitro untersuchen. Endothelzellen werden bis zur Subkonfluenz wachsen ge-
lassen. Daraufhin wird in der Mitte ein Streifen abgekratzt, welcher daraufhin vom 







































zeigten nach Koinkubation mit C5aR-Knockout-Thrombozyten eine verstärkte 
Migration gegenüber der Koinkubation mit WT-Thrombozyten (Abb. 12). Die 
Reinheit der verwendeten primären Endothelzellen betrug über 90%. Dies wurde 
mittels Färbung auf die Oberflächenmarker CD31, CD102 und CD144 in der 
Durchflusszytometrie getestet. Zellen mit allen drei Markern wurden als Endothel-




















































Abb. 12: Koinkubation von C5aR-Knockout-Thrombozyten versus WT-Thrombozyten mit 
primären, murinen Lungen-Endothelzellen oder MHEC5-T Endothelzellen führt 












































 A Murine Endothelzellen der Zelllinie MHEC5-T wurden kultiviert, wie unter 2.8.1 
beschrieben. Die Zellen wurden bis zur Subkonfluenz wachsen gelassen. Darauf-
hin wurde mit einer Pipettenspitze ein Streifen des Zellrasens abgekratzt. Der 
Zellrasen wurde dann mit frisch isolierten, gewaschenen Thrombozyten aus WT- 
oder C5aR-Knockout-Tieren koinkubiert. Nach 16,5 Stunden wurde die über-
wachsene Fläche quantifiziert. Dargestellt ist der Mittelwert ±SF (n= 6 unabhän-
gige Experimente) als % der Kontrolle. Die 100%-Kontrolle repräsentiert die 
überwachsene Fläche in der Gruppe mit Koinkubation mit WT-Thrombozyten. * 
steht für p<0,05.  
 B Primäre Endothelzellen isoliert aus Mäuselungen (MLEC) wurden isoliert und kul-
tiviert, wie unter 2.7 beschrieben. Die Zellen wurden bis zur Subkonfluenz wach-
sen gelassen. Daraufhin wurde mit einer Pipettenspitze ein Streifen des 
Zellrasens abgekratzt. Der Zellrasen wurde dann mit frisch isolierten gewasche-
nen Thrombozyten aus WT- oder C5aR-Knockout-Tieren koinkubiert. Nach 28 
Stunden wurde die überwachsene Fläche quantifiziert. Dargestellt ist der Mittel-
wert ±SF (n= 6 unabhängige Experimente) als % der Kontrolle. Die 100%-Kon-
trolle repräsentiert die überwachsene Fläche in der Gruppe mit Koinkinbation mit 
WT-Thrombozyten. * steht für p<0,05. 
 C Die Abbildung zeigt repräsentative Aufnahmen eines „verwundeten“ Zellrasens 
aus MHEC5-T-Endothelzellen. Nach Koinkubation mit C5aR-Knockout-Throm-
bozyten „heilt“ Zellrasen schneller als nach Koinkubation mit WT-Thrombozyten.  
3.6 Einfluss des thrombozytären C5a-Rezeptors auf die Tube for-
mation von Endothelzellen in vitro 
Auf einer biologischen Matrix beginnen Endothelzellen spontan damit, röh-
renartige Strukturen, sogenannte tubes, zu bilden. Diese Eigenschaft definiert 
Endothelzellen (s. 1.2). Wir haben MHEC5-T Endothelzellen (Abb. 13 A, C) sowie 
primäre MLEC-Endothelzellen (Abb. 13 B) mit WT und C5aR-Knockout-Throm-
bozyten auf einer solchen Matrix koinkubiert. Dabei zeigte sich, dass die Koinku-
bation mit C5aR-Knockout-Thrombozyten zu einer verstärkten Tube formation 

































































































Abb. 13: Koinkubation von C5aR-Knockout-Thrombozyten versus WT-Thrombozyten mit 
primären murinen Lungen-Endothelzellen oder MHEC5-T Endothelzellen führt 
zu einer gesteigerten endothelialen Tube formation 
 A Murine Endothelzellen der Zelllinie MHEC5-T wurden kultiviert, wie unter 2.8.1 
beschrieben. Die Zellen wurden auf Matrigel ausgesät. Daraufhin wurden sie mit 
frisch isolierten gewaschenen Thrombozyten aus WT- oder C5aR-Knockout-Tie-
ren koinkubiert. Nach 6,5 Stunden wurde die Gesamtlänger der tubes quantifi-
ziert. Dargestellt ist der Mittelwert ±SF (n= 4 unabhängige Experimente) als % der 
Kontrolle. Die 100%-Kontrolle repräsentiert die Gesamtlänge der tubes nach 
Koinkinbation mit WT-Thrombozyten. * steht für p<0,05.  
 B Primäre murine Lungenendothelzellen (MLEC) wurden isoliert und kultiviert, wie 
unter 2.7 beschrieben. Die Zellen wurden auf Matrigel ausgesät. Daraufhin wur-
den sie mit frisch isolierten gewaschenen Thrombozyten aus WT- oder C5aR-
Knockout-Tieren koinkubiert. Nach 10 Stunden wurde die Gesamtlänger der tu-
bes quantifiziert. Dargestellt ist der Mittelwert ±SF (n= 4 unabhängige Experi-
mente) als % der Kontrolle. Die 100%-Kontrolle repräsentiert die Gesamtlänge 
der tubes nach Koinkinbation mit WT-Thrombozyten. * steht für p<0,05. 
 C Die Abbildung zeigt repräsentative Aufnahmen der Tube formation bei MHEC5-T 
Endothelzellen. Nach Koinkubation mit C5aR- Knockout-Thrombozyten ist die 





3.7 C5a-Rezeptor-Knockout-Mäuse zeigen ein erhöhtes Niveau an 
wachstumsfaktorinduzierter Angiogenese in vivo 
Mittels des Matrigelplug-Assays lässt sich wachstumsfaktorinduzierte Angio-
genese in vivo quantifizieren (Langer et al., 2010). Um zu untersuchen, ob der 
C5a-Komplementrezeptor auch in vivo eine antiangiogene Rolle einnimmt, haben 
wir den Matrigel-Assay bei WT- und C5aR-Knockout-Mäusen durchgeführt. Das 
Matrigel wurde dabei vor Injektion mit dem endothelialen Wachstumsfaktor bFGF 
(s. 1.2.1) angereichert, sodass hierbei wachstumsfaktorinduzierte Angiogenese 
gemessen wurde. Hierbei zeigte sich, wie bereits bei Langer et al. 2010 beschrie-
ben (Langer et al., 2010), dass C5aR-Knockout-Mäuse ein erhöhtes Angiogene-
seniveau im Matrigel-Assay aufweisen (Abb. 14).  
A 
 
Abb. 14: Wachstumsfaktorinduzierte Angiogenese im Matrigelplug-Assay ist bei C5aR-












































 A Matrigel wurde mit dem endothelialen Wachstumsfaktor bFGF angereichert und 
subkutan in WT- oder C5aR-Knockout-Mäuse injiziert. Nach 7 Tagen wurden die 
Matrigelplugs explantiert und die Gefäßneubildung darin histologisch als Fläche 
der Zellkerne pro Matrigelplugquerschnitt quantifiziert. Dargestellt ist der Mittel-
wert ±SF (n= 6-8 unabhängige Experimente) als % der Kontrolle. Die 100%-Kon-
trolle repräsentiert die Fläche der Zellkerne pro Matrigelplug in WT-Tieren. * steht 
für p<0,05. 
3.8 C5a-Rezeptor-Knockout-Mäuse zeigen ein erhöhtes Niveau an 
hypoxiegetriggerter Angiogenese in vivo 
Als nächstes wurde untersucht, ob der C5a-Komplementrezeptor auch in ei-
nem Modell hypoxiegetriggerter Angiogenese antiangiogen wirksam ist. Hierzu 
wurde der Hindlimb-ischemia-Assay durchgeführt. Hierbei wird die Femoralarte-
rie der Maus einseitig ligiert. So entsteht Hypoxie in der abhängigen Extremität, 
welche wiederum Angiogenese induziert (s. 1.2.1).  Die Revaskularisation wurde 
mittels Laser-Doppler-Fluximetrie über einen Zeitraum von 2 Wochen regelmäßig 
beobachtet. Hierbei zeigte sich, dass C5aR-Knockout-Tiere eine schnellere und 
verstärkte Revaskularisation im Vergleich zu WT-Tieren aufweisen (Abb. 15 A, 
B). Nach zwei Wochen wurden die Musculi gastrocnemii der hypoxischen und 
nicht hypoxischen Extremität der Mäuse explantiert. Mittels Immunfluoreszenz-
färbung auf den Endothelzellmarker CD31 wurde die Kapillardichte in beiden 
Muskeln quantifiziert. C5aR-Knockout-Mäuse zeigten eine höhere Kapillardichte 






























































































Abb. 15: Hypoxiegetriggerte Angiogenese im Hindlimb-ischemia-Assay ist bei C5aR-






















































 A WT- und C5aR-Knockout-Mäuse wurden der Hindlimb-ischemia-Operation unter-
zogen. Nach Ligation der Femoralarterie wurde die Durchblutung der unteren Ex-
tremität mittels Laser-Doppler-Fluximetrie präoperativ, postoperativ sowie an Tag 
2, 4, 6, 8, 10 und 14 gemessen. Dargestellt ist der Mittelwert ±SF (n= 7 operierte 
Tiere) der Durchblutungswerte im Verhältnis operierte zu nicht-operierte Extremi-
tät als % der Kontrolle. Die 100%-Kontrolle repräsentiert die mittlere Durchblutung 
der operierten im Verhältnis zur nicht operierten Extremität bei WT-Mäusen. * 
steht für p<0,05. Abkürzungen: preOP = präoperativ; postOP = postoperativ; d = 
Tag, n.s. = nicht signifikant.  
 B Die Abbildung zeigt repräsentative Scan-Bilder der Laser-Doppler-Fluximetrie der 
murinen Hinterläufe nach Hindlimb-ischemia-Operation bei WT- und C5aR-
Knockout-Mäusen. Es zeigt sich, dass die Revaskularisation nach Induktion der 
Ischämie bei C5aR-Knockout Tieren schneller und stärker vonstattengeht als bei 
WT-Mäusen.  
 C An Tag 14 nach Induktion der Ischämie im Hindlimb-ischemia-Versuch wurde die 
Kapillardichte in histologischen Schnitten der explantierten Gastrocnemius-Mus-
keln des operierten ischämischen Hinterlaufs bestimmt. Es wurden pro Muskel 
jeweils 10 Schnitte mit einem Mindestabstand von 200µm analysiert, von denen 
jeweils 5 Gesichtsfelder bei einer Vergrößerung von 40x quantifiziert wurden. 
Dargestellt ist der Mittelwert ±SF (n= 7 operierte Tiere) der Kapillaranzahl pro Ge-
sichtsfeld als % der Kontrolle. Die 100%-Kontrolle repräsentiert die Kapillardichte 
von Gastrocnemius-Muskeln der operierten Hinterläufe bei WT-Mäusen. * steht 
für p<0,001. 
 D Die Abbildung zeigt repräsentative Aufnahmen von Immunfluoreszenzfärbungen 
von Hindlimb-ischemia- Gastrocnemius-Muskelschnitten von WT- und C5aR-
Knockout-Tieren. Der Endothelzellmarker CD31 ist in grün dargestellt, der Zell-
kernmarker DAPI ist blau. Die Maßstabsbalken repräsentieren 20 µm.  
3.9 Unter systemischer Thrombozytendepletion besteht kein Unter-
schied im Angiogeneseniveau zwischen WT- oder C5aR-
Knockout-Tieren in vivo 
Es wurde bereits gezeigt, dass der C5a-Rezeptor antiangiogene Effekte ver-
mittelt und dessen Abwesenheit folglich zu einem gesteigerten Angiogeneseni-
veau führt (Langer et al., 2010). Um zu evaluieren, welche Rolle der 




systemisch depletiert. Hierzu wurde Thrombozytendepletionsserum verwendet, 
welches nach intraperitonealer Injektion zu einer zuverlässigen und fast vollstän-
digen Depletion der Thrombozyten führt (Schleicher et al., 2015). Im Matrigel-
Assay zeigte sich nach Applikation von Thrombozytendepletionsserum, dass 
kein signifikanter Unterschied im Angiogeneseniveau nach 7 Tagen zwischen 
WT- und C5aR-Knockout-Tieren mehr besteht (Abb. 16 A).  
Auch im Hindlimb-ischemia-Assay zeigte sich, dass die Revaskularisation bei 
C5aR-Knockout-Tieren, bei denen Thrombozyten systemisch depletiert wurden, 
während der ersten 6 Tage nach Induktion der Ischämie sich nicht signifikant von 





















































Abb. 16: WT- und C5aR-Knockout-Mäuse haben unter systemischer Thrombozytende-
pletion kein signifikant voneinander verschiedenes Angiogeneseniveau im Mat-
rigelplug-Assay und dem Hindlimb-ischemia-Assay  
 A Matrigel wurde mit dem endothelialen Wachstumsfaktor bFGF angereichert und 
subkutan in WT- oder C5aR-Knockout-Mäuse injiziert. Zusätzlich wurde in einer 
zusätzlichen Gruppe bei WT- und C5aR-Knockout-Tieren intraperitoneal Throm-
bozytendepletionsserum an Tag 1 und 4 appliziert, in den übrigen Kontrollgrup-
pen lediglich Kontrollserum. Nach 7 Tagen wurden die Matrigelplugs explantiert 
und die Gefäßneubildung darin histologisch als Fläche der Zellkerne pro Matrigel-
plug quantifiziert. Dargestellt ist der Mittelwert ±SF (n= 6-8 unabhängige Experi-
mente) als % der Kontrolle. Die 100%-Kontrolle repräsentiert die Fläche der 
Zellkerne pro Matrigel-Plug in WT-Tieren, welche Kontrollserum erhalten haben. * 



































































 B WT- und C5aR-Knockout-Mäuse wurden der Hindlimb-ischemia-Operation unter-
zogen. Zusätzlich wurde in einer Gruppe sowohl bei C5aR-Knockout-Tieren intra-
peritoneal Thrombozytendepletionsserum an Tag 1 und 4 appliziert, in der 
Kontrollgruppe lediglich Kontrollserum. Nach Ligation der Femoralarterie wurde 
die Durchblutung der unteren Extremität mittels Laser-Doppler-Fluximetrie 
präoperativ, postoperativ sowie an Tag 2, 4 und 6 gemessen. Dargestellt ist der 
Mittelwert ±SF (n= 7 operierte Tiere) der Durchblutungswerte im Verhältnis ope-
rierte zu nicht operierte Extremität als % der Kontrolle. Die 100%-Kontrolle reprä-
sentiert die mittlere Durchblutung der operierten im Verhältnis zur nicht operierten 
Extremität bei WT-Mäusen, welche Kontrollserum erhalten haben. * steht für 
p<0,05. Abkürzungen: preOP = präoperativ; postOP = postoperativ; d = Tag, n.s. 
= nicht signifikant. 
3.10 Retransfusion von WT-Thrombozyten in C5aR-Knockout Mäuse 
senkt deren erhöhtes Angiogeneseniveau in vivo 
Wir haben bereits gezeigt, dass sich Thrombozytendepletion auf das Angio-
geneseniveau von WT- und C5aR-Knockout-Tieren auswirkt (s. 3.9). In einem 
weiteren Experiment haben wir untersucht, welchen Effekt die Hinzugabe von 
Thrombozyten mit oder ohne intakten C5a-Rezeptor im Matrigelplug-Assay auf 
das Angiogeneseniveau ausübt. Hierzu haben wir Thrombozyten aus WT- und 
C5aR-Knockout-Tieren isoliert. Daraufhin wurde eine definierte Zahl an Throm-
bozyten in Matrigel resuspendiert, welches im kalten Zustand flüssig ist, und 
diese Suspension dann in C5aR-Knockout-Tiere injiziert. Hierdurch wurden also 
C5aR-positive Blutplättchen in C5aR-Knockout-Mäuse retransfundiert. Abb. 17 A 
illustriert das Prinzip der Retransfusion. Hierbei zeigte sich, dass mit WT-Throm-
bozyten angereichertes Matrigel in C5aR-Knockout-Tieren zu einem reduzierten 
Angiogeneseniveau führte. Dieser signifikante Effekt konnte nicht beobachtet 
werden, wenn das Matrigel mit C5aR-Knockout-Thrombozyten angereichert 
wurde (Abb. 17 B).  
Als Vorbereitung dieses Experiments haben wir ebenfalls untersucht, ob 
Thrombozyten eine Resuspension in kaltem Matrigel funktionell überstehen. 
Sollte dies nicht der Fall sein, so könnte man nicht davon ausgehen, dass WT-




giogenen Effekt vermitteln. In der Tat konnten wir aber zeigen, dass Thrombozy-
ten, welche nach Suspension in Matrigel mit dem Matrigel gelierten und aus ei-
nem lysierten Plug wieder isoliert wurden, immer noch auf Stimulation mit ADP 
hin eine Hochregulation von P-Selektin gezeigt haben. Die Zellen waren also im 




























Abb. 17: Rescue-Experiment: Retransfusion von WT-Thrombozyten in C5aR-Knockout-
Mäuse führt zu einer signifikanten Reduktion des Angiogeneseniveaus im Mat-
rigel-Assay  
 A Schematische Darstellung des Versuchsaufbaus des Rescue-Experiments. Frisch 
isolierte WT- oder C5aR-Knockout-Thrombozyten wurden in Matrigel resuspen-
diert. Dieses wurde dann mit dem endothelialen Wachstumsfaktor bFGF angerei-
chert und in C5aR-Knockout-Tiere injiziert, wo dieses dann ausgehärtet ist 
 B Sieben Tage nach Matrigel-Injektion wurde die Angiogenese in den mit WT- oder 
C5aR-Knockout-Thrombozyten angereicherten Matrigelplugs histologisch als Flä-
che der Zellkerne pro Matrigelplug quantifiziert. Dargestellt ist der Mittelwert ±SF 
(n= 7-8 unabhängige Experimente) als % der Kontrolle. Die 100%-Kontrolle reprä-
sentiert die Fläche der Zellkerne pro Matrigelplug in Matrigelplugs in C5aR-
Knockout-Tieren, welche nur mit Medium und nicht mit Thrombozyten angerei-












































3.11 Einfluss von C5a-stimuliertem Thrombozytenüberstand auf die 
Migration von Endothelzellen in vitro 
Die bisherigen Experimente haben gezeigt, dass der thrombozytäre C5a-Re-
zeptor bei der Modulation der Angiogenese relevant ist und einen inhibitorischen 
Effekt auf die Angiogenese ausübt. Im Folgenden soll nun untersucht werden, 
welcher Mechanismus der thrombozytenvermittelten C5aR-abhängigen Inhibi-
tion der Angiogenese zugrunde liegt. Wie unter 1.4.3 ausgeführt, enthalten 
Thrombozyten eine Vielzahl pro- als auch antiangiogener Faktoren (Stellos et al., 
2010). Daher haben wir geprüft, ob Überstand von Thrombozyten allein bereits 
einen Effekt auf Endothelzellen in vitro ausübt. Dies würde einen sekretorischen 
Mechanismus nahelegen. Frisch isolierte gewaschene Thrombozyten aus WT-
Mäusen wurden daher bei 37°C in calciumhaltigem Medium mit C5a stimuliert. 
Der Überstand wurde gewonnen und mit einem subkonfluenten Endothelzellra-
sen koinkubiert, bei dem bereits ein „scratch“ gesetzt war. Es zeigte sich, dass 
die Migrationsaktivität der Endothelzellen durch C5a-stimulierten Thrombozyten-










































Abb. 18:  Koinkubation von MHEC5-T Endothelzellen mit C5a-stimuliertem WT-Throm-
bozytenüberstand führt zu einer Inhibition der endothelialen Migration 
  Murine Endothelzellen der Zelllinie MHEC5-T wurden kultiviert, wie unter 2.8.1 
beschrieben. Die Zellen wurden bis zur Subkonfluenz wachsen gelassen. Darauf-
hin wurde mit einer Pipettenspitze ein Streifen des Zellrasens abgekratzt. Frisch 
isolierte Thrombozyten aus WT-Mäusen wurden bei 37°C in calciumhaltigem Me-
dium mit C5a stimuliert. Der Überstand wurde gewonnen und mit dem vorbereite-
ten Endothelzellrasen koinkubiert. Als Kontrollbedingung verwendeten wir die 
Koinkubation mit Tyrodes-Puffer pH 7,4. Nach 16,5 Stunden wurde die überwach-
sene Fläche quantifiziert. Dargestellt ist der Mittelwert ±SF (n= 4 unabhängige Ex-
perimente) als % der Kontrolle. Die 100%-Kontrolle repräsentiert die 
überwachsene Fläche in der Gruppe, die mit Kontroll-Überstand koinkubiert 
wurde. * steht für p<0,05 
3.12 Einfluss von C5a-stimuliertem Thrombozytenüberstand auf die 
Tube formation von Endothelzellen in vitro 
Thrombozyten scheinen ihren antiangiogenen C5aR-vermittelten Effekt 
durch Sekretion angiogen aktiver Substanzen auszuüben. Um dieser Hypothese 
näher nachzugehen, haben wir frisch isolierte gewaschene Thrombozyten aus 
WT- und C5aR-Knockout-Mäusen bei 37°C in calciumhaltigem Medium mit C5a 
stimuliert. Der Überstand wurde gewonnen und mit Endothelzellen koinkubiert, 
welche auf geliertem Matrigel ausgesät worden waren. Es zeigte sich, dass C5a-
stimulierter Thrombozytenüberstand von WT- aber nicht von C5aR-Knockout-
Tieren die endotheliale Tube formation signifikant reduzierte, während der Über-
stand von C5aR-Knockout-Thrombozyten keinen signifikanten Unterschied zur 
Kontroll-Gruppe aufwies, die lediglich mit Tyrodes-Puffer pH 7,4 koinkubiert 





Abb. 19: Koinkubation von MHEC5-T Endothelzellen mit C5a-stimuliertem WT-Throm-
bozytenüberstand führt zu einer Inhibition der endothelialen Tube formation 
  Murine Endothelzellen der Zelllinie MHEC5-T wurden kultiviert, wie unter 2.8.1 
beschrieben. Die Zellen wurden auf Matrigel ausgesät. Frisch isolierte Throm-
bozyten aus WT- und C5aR-Knockout-Mäusen wurden bei 37°C in calciumhalti-
gem Medium mit C5a stimuliert. Der Überstand wurde gewonnen und mit den auf 
Matrigel ausgesäten Endothelzellen koinkubiert. Als Kontrollbedingung verwende-
ten wir die Koinkubation mit Tyrodes-Puffer pH 7,4. Nach 6,5 Stunden wurde die 
Gesamtlänge der gebildeten tubes quantifiziert. Dargestellt ist der Mittelwert ±SF 
(n= 4 unabhängige Experimente) als % der Kontrolle. Die 100%-Kontrolle reprä-
sentiert die Gesamtlänge der tubes nach Koinkubation mit Kontroll-Überstand. * 
steht für p<0,05. Abkürzungen: n.s. = nicht signifikant; Th. = Thrombozyten 
3.13 Thrombozyten sekretieren PF4 nach Stimulation mit C5a in 
vitro 
Die vorherigen Versuche haben gezeigt, dass Thrombozyten mit intaktem 
C5a-Rezeptor auf C5a-Stimulation hin lösliche Faktoren zu sekretieren scheinen, 
welche die Migration und Tube formation von Endothelzellen in vitro inhibieren. 















































(Golebiewska and Poole, 2015; Stellos et al., 2010), haben wir zunächst mittels 
eines Screening-Verfahrens untersucht, welche angiogen aktiven Faktoren durch 
C5a-Stimulation spezifisch reguliert werden. Frisch isolierte gewaschene WT-
Thrombozyten wurden in calciumhaltigem Medium bei 37°C mit C5a für 10 min 
stimuliert und der Überstand wurde gewonnen. Daraufhin wurde dieser mittels 
des Angiogenesis Proteome Profilers von R&D (R&D, Minneapolis, USA) analy-
siert. Hierbei zeigte sich, dass einige angiogen aktive Substanzen nach C5a-Sti-
mulation spezifisch reguliert wurden. Abb. 20 A stellt den graphischen Readout 
des Versuchs dar. In Tabelle 7 finden sich die gemessenen Intensitäten nume-
risch ausgedrückt. Die höchste Konzentration nach C5a-Stimulation konnte für 
das bekanntermaßen antiangiogen wirkende Peptid platelet factor 4 (PF4) ge-
messen werden. PF4 ist ein Chemokin, welches in hohen Konzentrationen in 
Thrombozyten vorkommt, dort in α-Vesikeln gespeichert ist, und die Angiogenese 
inhibitorisch beeinflusst (Aidoudi-Ahmed and Bikfalvi, 2010). Thrombozyten 
scheinen also auf C5a-Stimulation hin unter anderem PF4 freizusetzen. Dieser 
Befund wurde mittels konventionellem ELISA bestätigt. Frisch isolierte gewa-
schene Thrombozyten wurden in calciumhaltigem Medium mit C5a für 10 min 
stimuliert und der Überstand gewonnen. Als Kontrollbedingung wurde die Stimu-
lation mit Tyrodes-Puffer durchgeführt. Hierbei zeigte sich, dass der Überstand 
von Thrombozyten nach C5a-Stimulation eine deutlich erhöhte Konzentration an 

















Abb. 20: Das Sekretom von frisch isolierten Thrombozyten wird durch C5a-Stiumulation 















































 A Frisch isolierte Thrombozyten wurden in calciumhaltigem Medium mit C5a für 10 
Minuten stimuliert. Der Überstand wurde gewonnen und mittels des Proteome-
Profiler Angiogenesis Kit von R&D untersucht. Die Auswertung dieses Assays er-
folgt mittels Belichtung eines Röntgenfilms durch radioaktive Strahlung, welche je 
nach Konzentration des jeweiligen Faktors im untersuchten Überstand in der In-
tensität variiert. Dargestellt ist das resultierende Bild eines einzelnen repräsentati-
ven Experiments, wie es sich auf dem Röntgenfilm darstellte. Einzelne Punkte 
repräsentieren in Duplikaten aufgetragene Faktoren. Oben findet sich das Ergeb-
nis des Kontroll-stimulierten Überstands, unten ist die C5a-stimulierte Probe ab-
gebildet. Markiert ist das Signal für PF4.  
 B Mittels konventionellem ELISA wurden die Konzentrationen an PF4 von Throm-
bozyten-Überstand mit Kontroll-Stimulation oder C5a-Stimulation untersucht und 
die PF4-Konzentration bestimmt. Dargestellt ist der Mittelwert ±SF (n= 10 unab-
hängige Experimente) als % der Kontrolle. Die 100%-Kontrolle repräsentiert die 
PF4-Konzentration im Kontroll-stimulierten Thrombozyten-Überstand. * steht für 
p<0,05. 
Tabelle 7: Messwerte des Proteome Profiler Angiogenesis Kits (R&D) von 
WT-Thrombozytenüberstand nach Stimulation mit C5a oder Kontrolle 
 WT-Thrombozyten stimuliert mit 
Angiogen aktiver Faktor Kontrolle C5a 
  Pixeldichte 
platelet factor 4 16208 21841 
IGFBP-3 19194 20221 
osteopontin 12644 19915 
angiopoietin-1 11078 18648 
IGFBP-2 16724 17941 
SDF-1 12879 17225 
PDGF-AA 6536 16574 
PDGF- AB/PDGF- BB 8757 16556 




endostatin/Collagen XVIII 9262 9585 
DPP IV 5190 7219 
HB-EGF 5397 6585 
KC 3475 6446 
IGFBP-1 6117 6178 
HGF 3939 5829 
leptin 4396 4901 
pentraxin- 3 4160 4771 
angiogenin 4321 4699 
acidic-FGF 4705 4556 
endothelin- 1 4980 4303 
PD-ECGF 4286 4286 
amphiregulin 3634 3760 
thrombospondin- 2 3940 3751 
endoglin 2019 3741 
MMP 9 3889 3641 
serpin F1 3574 3574 
KGF 3434 3554 
IL- 10 3340 3551 
MMP 8 4344 3448 
IL1- α 3189 3397 
serpin E1 2215 3018 
NOV 4320 2851 
fractalkine 2167 2627 
MIP- 1a 3469 2544 
angiopoietin-3 3105 2405 
PIGF- 2 2366 2366 
TIMP- 1 2562 2312 
porlactin 3490 2132 
coagulation factor III 2779 1998 
proliferin 2426 1998 
MCP- 1 2120 1862 




Cyr61 1662 1779 
ADAMTS1 1610 1757 
TIMP_ 4 2291 1757 
IP-10 1499 1755 
MMP 3 2104 1700 
GM- CSF 1015 1524 
VEGF-β 2165 1496 
CXCL16 2445 1476 
VEGF 2487 1441 
EGF 691 792 
IL1- β 1175 531 
3.14 Unter systemischer PF4-Inhibition hat Retransfusion von WT-
Thrombozyten in C5aR-Knockout-Mäuse keinen Einfluss auf 
das Angiogeneseniveau im Matrigelplug-Assay in vivo  
Wir haben beschrieben, dass Thrombozyten antiangiogenes PF4 nach C5a-
Stimulation sekretieren. Der Überstand von C5a-stimulierten Thrombozyten inhi-
biert die endothelialen Funktionen Migration und Tube formation in vitro. Um zu 
untersuchen, ob dieser Mechanismus auch für die Modulation der Angiogenese 
durch Thrombozyten in vivo relevant ist, haben wir den Matrigelplug-Assay 
durchgeführt. C5aR-Knockout-Mäusen wurde Matrigel subkutan injiziert, wel-
ches mit WT-Thrombozyten oder als Kontrolle Tyrodes-Puffer angereichert wor-
den war. Zusätzlich wurde den Tieren in der Gruppe mit Thrombozyten-
supplementiertem Matrigel ein Antikörper intravenös appliziert, welcher die Wir-
kung von PF4 in vivo blockiert (Hartwig et al., 2013). Eine weitere Gruppe von 
C5aR-Knockout-Tieren erhielt mit WT-Thrombozyten supplementiertes Matrigel 
aber Kontroll-IgG intravenös statt des blockierenden PF4-Antikörpers. Wie be-
reits unter 3.10 dargestellt, zeigte sich in der Gruppe von C5aR-Knockout-Tieren 
welche mit WT-Thrombozyten supplementiertes Matrigel erhalten und Kontroll-
IgG intravenös verabreicht bekommen haben, ein signifikant niedrigeres Angio-




werden, wenn PF4 mittels des intravenös verabreichten blockierenden Antikör-
pers inhibiert wurde. Diese Gruppe zeigte kein signifikant anderes Angiogene-
seniveau wie diejenige, bei der das Matrigel nur mit Tyrodes-Puffer 
supplementiert wurde (Abb. 21).  
  
Abb. 21: Rescue-Experiment mit PF4-Blockade: Retransfusion von WT-Thrombozyten in 
C5aR-Knockout-Mäuse führt bei gleichzeitiger PF4-Inhibition nicht zu einer sig-















































  Frisch isolierte Thrombozyten aus WT-Mäusen wurden in mit bFGF angereicher-
tem Matrigel resuspendiert und dieses subkutan in C5aR-Knockout-Mäuse inji-
ziert. Die Kontrollgruppe erhielt mit Tyrodes-Puffer und bFGF angereichertes 
Matrigel. Am Tag der Matrigel-Injektion wurde den Mäusen, welche mit WT-
Thrombozyten angereichertes Matrigel erhalten haben, jeweils blockierender anti-
PF4-Antikörper oder ein dem IgG-Typ entsprechendes Kontroll-Immunglobulin in-
travenös appliziert. Die Mäuse der Kontrollgruppe erhielten lediglich eine Injektion 
PBS intravenös. Sieben Tagen nach Matrigel-Injektion wurde die Angiogenese in 
den Matrigelplugs histologisch als Fläche der Zellkerne pro Matrigelplug quantifi-
ziert. Dargestellt ist der Mittelwert ±SF (n= 7-9 unabhängige Experimente) als % 
der Kontrolle. Die 100%-Kontrolle repräsentiert die Fläche der Zellkerne pro Ma-
trigelplug in C5aR-Knockout-Tieren, welche mit Tyrodes-Puffer und bFGF ange-





Das Wissen um die Regulation der Angiogenese ist vielfältig. Es wurde be-
reits gezeigt, dass sowohl Komponenten des Komplementsystems wie auch 
thrombozytäre Faktoren dabei eine Rolle spielen (Etulain et al., 2014; Zaslavsky 
et al., 2010; Kisucka et al., 2006; Patzelt and Langer, 2012; Packham et al., 2014; 
Stellos et al., 2010; Klement et al., 2009; Chatterjee et al., 2011; Battinelli et al., 
2011; Italiano et al., 2008; Rutkowski et al., 2010; Nozaki et al., 2006; Girardi et 
al., 2006; Rafail et al., 2015; Langer et al., 2010; Feng et al., 2011). Bisher wurde 
aber nicht systematisch untersucht, ob zwischen beiden Systemen ein Zusam-
menhang in Bezug auf die Regulation der Angiogenese besteht. Diese Arbeit 
demonstriert erstmals einen solchen Zusammenhang.  
Angiogenese ist sowohl bei kardiovaskulären als auch bei malignen Erkran-
kungen von großer Bedeutung (Carmeliet, 2005). Im kardiovaskulären Kontext 
ist sie insbesondre bei der Regeneration nach akuten Gefäßverschlüssen oder 
zur Kompensation bei chronisch-progredienten Gefäßverengungen aber auch 
bei der Progression und insbesondere der Plaqueruptur in der Atherosklerose 
von großer Bedeutung. Die Modulation der Thrombozytenfunktion stellt seit Lan-
gem ein etabliertes therapeutisches Prinzip bei kardiovaskulären Erkrankungen 
dar (Dütting et al., 2012). Auch Komplementmodulatoren werden bei diesen Er-
krankungen als therapeutische Option evaluiert (Pavlov et al., 2012; Schwaeble 
et al., 2011; Zhou et al., 2012, 2013) und wurden bereits bei vaskulären Erkran-
kungen erfolgreich eingesetzt (Röth et al., 2011). Ein Zusammenhang zwischen 
dem Komplementsystem und Thrombozyten bei der Regulation der Angiogenese 
ist daher von klinischer Bedeutung.  
Diese Arbeit beschreibt erstmals eine mögliche Rolle des Anaphylatoxinre-
zeptors C5aR auf Thrombozyten bei der Modulation der Angiogenese. Es konnte 
gezeigt werden, dass Thrombozyten einen antiangiogenen Effekt vermitteln kön-
nen. Dies wurde in vivo in einem Modell der wachstumsfaktorinduzierten Angio-
genese demonstriert. In vitro zeigte sich, dass der auf Thrombozyten exprimierte 




wurden Thrombozyten aus Mäusen verwendet, bei denen der Rezeptor gene-
tisch ausgeschaltet war, sogenannten Knockout-Mäusen (Hopken et al., 1996; 
Phieler et al., 2013). Dies ist ein häufig verwendetes Prinzip zur Untersuchung 
der Funktion spezifischer Thrombozytenproteine. Schließlich konnte in vivo be-
stätigt werden, dass der thrombozytäre C5a-Komplementrezeptor die Angioge-
nese inhibiert. C5aR-Knockout-Mäuse wiesen ein erhöhtes Angiogeneseniveau 
in einem in vivo Modell wachstumsfaktorinduzierter und hypoxiegetriggerter An-
giogenese auf. Dieser Phänotyp ließ sich durch systemische Depletion der 
Thrombozyten abschwächen. Es konnte auch gezeigt werden, dass sich das ge-
steigerte Angiogeneseniveau in C5aR-Knockout-Tieren durch Rekonstituierung 
mit Thrombozyten mit intaktem C5a-Rezeptor senken lässt. Schlussendlich 
scheint der inhibitorische Effekt des C5a-Rezeptors auf die Angiogenese über 
die Sekretion von antiangiogenem PF4 aus Thrombozyten nach C5a-Stimulation 
vermittelt zu sein.  
In Bezug auf die Angiogenese im Tumormilieu wurde bereits beschrieben, 
dass Thrombozyten eine antiangiogene Rolle haben können. Im Frühstadium 
des Tumorwachstums konnte Zaslavky et al. anhand eines Mäuse-Tumormodells 
in vivo zeigen, dass Thrombospondin-1, welches durch Thrombozyten sekretiert 
wird, die Angiogenese in vivo inhibiert (Zaslavsky et al., 2010). Darüber hinaus 
konnten Italiano et al. zeigen, dass pro- und angiangiogene Faktoren in 
Thrombozyten meist in α-Granula gespeichert sind und auf spezifische 
Stimulatoren hin freigesetzt werden können (Italiano et al., 2008). Dies spricht für 
eine Modulation der Angiogenese durch Thrombozyten, welche spezifisch ist, im 
Gegensatz zu einer bloßen Beeinflussung. Des Weiteren wurde diesbezüglich 
erst kürzlich beschrieben, dass die Freisetzung des antiangiogenen Angiostatin 
aus Thrombozyten einer anderen Kinetik folgt als die des proangiogenen VEGF. 
Dies wurde im Rahmen der Thrombusbildung beobachtet  (Radziwon-Balicka et 
al., 2013). Auch dies spricht für eine modulatorische Funktion von Thrombozyten 
in der Angiogenese.  
Trotzdem gibt es kaum Erkenntnisse über die Regulierung der Freisetzung 
pro- oder antiangiogener Faktoren aus Thrombozyten. In einer Veröffentlichung 




Rezeptoren 1 und 4 (PAR1 und PAR4) die Freisetzung von Angiostatin und 
VEGF aus humanen Thrombozyten herunterregulieren können, was sich mittels 
spezifischer Inhibitoren pharmakologisch wiederum inhibieren lässt (Ma et al., 
2005). 2011 haben Feng et al. eine Arbeit zur Rolle von Thrombozyten in der 
hypoxiegetriggerten Angiogenese veröffentlicht, in der sie zeigen konnten, dass 
Thrombozyten als Mediatoren zwischen dem Knochenmark und dem 
hypoxischen Gewebe fungieren und die Rekrutierung von Zellen aus dem 
Knochemark über einen sekretorischen Mechanismus steuern (Feng et al., 
2011). All dies legt nahe, das Thrombozyten in der Tat eine modulatorische Funk-
tion in der Angiogenese einnehmen. Die hier vorliegende Arbeit beschreibt einen 
spezifischen Mechanismus dieser Modulation. Es konnte gezeigt werden, dass 
Thrombozyten im angiogen aktiven Gewebe vorkommen. Dies wurde mittels des 
Hindlimb-ischemia-Assays demonstriert, eines Modell für hypoxiegeriggerte 
Angiogenese.  
Es stellt sich die Frage, inwiefern sich diese Erkenntnisse weiter nutzen 
lassen. So wird in Zukunft zu klären sein, ob thrombozytäre Faktoren als 
Biomarker für das Angiogeneseniveau in einem spezifischen Gewebe 
herangezogen werden können. In der Atherosklerose gibt es bereits Hinweise 
darauf, dass thombozytäre Faktoren als Biomarker eingesetzt werden könnten, 
da sie mit klinisch bedeutsamen Parametern korrelieren, beispielweise der 
Thrombozytenaktivierung oder throbozytengebundenem oxLDL (Daub et al., 
2010; Nording et al., 2016; Patzelt et al., 2015a).  
In dieser Arbeit wurden Experimente durchgeführt, bei denen der Einfluss 
einer systemischen Thrombozytendepletion auf die wachstumsfaktorinduzierte 
und die hypoxiegetriggerte Angiogenese untersucht wurde. Hierbei zeigte sich 
ein antiangiogener Effekt der Thrombozyten, da deren Depletion zu einem 
erhöhten Angiogeneseniveau führte. Trotzdem erscheint es wahrscheinlich, dass 
Thrombozyten in anderen Situationen als den hier untersuchten auch 
proangiogene Effekte haben können. Auch die Tatsache, dass potente 
proangiogene Faktoren wie bFGF oder VEGF in Thrombozyten gespeichert sind, 
legt dies nahe (Stellos et al., 2010). Proangiogene Effekte von Thrombozyten 




Feng et al., 2011). Außerdem konnte in einer neueren Studie demonstriert wer-
den, dass systemische Thrombozytendepletion beim sogenannten cornea 
micropocket Assay zu einer gesteigerten Angiogenese führt (Kisucka et al., 
2006). In der vorliegenden Arbeit wurde ein antiangiogener Effekt im Matrigel-
Assay und dem Hindlimb-ischemia-Assay beschrieben, welcher durch den 
thrombozytären C5a-Komplementrezptor vermittelt ist. Angiogenese wird regu-
liert durch ein Gleichgewicht pro- als auch antiangiogener Faktoren (Cao et al., 
2011). Der Netto-Effekt von Thrombozyten in der Angiogenese hängt wahr-
scheinlich mit den aktuellen Umgebungsfaktoren zusammen. Welche Faktoren 
letztlich maßgeblich die Rolle von Thrombozyten in der Angiogenese bestimmen, 
muss in Zukunft herausgearbeitet werden. C5a scheint über den thrombozytären 
C5a-Rezeptor hierbei von Bedeutung zu sein, wie diese Arbeit zeigen konnte.  
Die Rolle des Komplementsystems in der Angiogenese ist Gegenstand 
zahlreicher Studien (Kahr, 2010). Im Jahr 2010 wurde durch unsere 
Arbeitsgruppe veröffentlicht, dass das Anaphylatoxin C5a antiangiogene Effekte 
vermittelt. Hierbei wurde ein Mechanismus beschrieben, bei dem C5a die 
Freisetzung von VEGFR aus Makrophagen induziert (Langer et al., 2010). Wie 
lassen sich diese Ergebnisse mit der hier vorliegenden Arbeit in Einklang brin-
gen? Angiogenese ist ein ubiquitär ablaufender Prozess, welcher auf ein Gleich-
gewicht pro- als auch antiangiogener Einflussfaktoren angewiesen ist (Cao et al., 
2011; Carmeliet, 2005). Es ist daher nicht verwunderlich, dass mehrere Zelltypen 
mittels Komplementrezeptoren diesen Prozess kontrollieren. Das Komplement-
system gehört zum ontogenetisch ältesten Teil des Immunsystems. Es ist über 
viele Speziesgrenzen hinweg gut konserviert (Ricklin et al., 2010). Als solches 
kontrolliert und steuert es Verbindungen zwischen verschiedenen Komponenten 
des Immunsystems aber auch anderer regenerativer und homöostatischer Pro-
zesse (Ricklin and Lambris, 2013). Eine Rolle des Komplementsystems in der 
Angiogenese, welche über Makrophagen und Thrombozyten vermittelt wird, ist 
vor diesem Hintergrund gut erklärbar.  
Auch Thrombozyten exprimieren Komplementrezeptoren für die Anaphylato-
xine C3a und C5a (Fukuoka and Hugli, 1988; Polley and Nachman, 1978; Martel 




von Bedeutung, da von unserer Arbeitsgruppe gezeigt werden konnte, dass die 
Expression des C5a-Anaphylatoxinrezeptors auf Thrombozyten mit deren Akti-
vierung in einem Patientenkollektiv mit koronarer Herzerkrankung korreliert 
(Patzelt et al., 2015a). Die Grundlage der koronaren Herzerkrankung ist die 
Atherosklerose (Moreira et al., 2015). Daher lassen sich die hier gewonnen Er-
gebnisse durchaus zur Hypothesengenerierung auf atherosklerotische Erkran-
kungen im Allgemeinen anwenden. Anhand des Matrigel-Assay, einem Modell 
für wachstumsfaktorinduzierte Angiogenese, konnte gezeigt werden, dass 
Mäuse, bei denen C5aR genetisch ausgeschaltet wurde (C5aR-Konckout-
Mäuse), gegenüber WT-Mäusen ein erhöhtes Angiogeneseniveau aufweisen. 
Dies ist in Übereinstimmung mit früheren Veröffentlichungen zur antiangiogenen 
Rolle von C5a (Girardi et al., 2006; Langer et al., 2010). Es gibt aber auch Stu-
dien, welche ein reduziertes Angiogeneseniveau bei C5aR-Knockout-Mäuse be-
schreiben (Nozaki et al., 2006). Auch für Mäuse, welche keinen funktionellen 
Komplementfaktor 3 aufweisen, wurde ein niedrigeres Angiogeneseniveau ver-
glichen mit WT-Tieren beschrieben (Bora et al., 2005). Beide Studien beschäftig-
ten sich allerding mit choroidaler Gefäßneubildung im Auge, genauer der Rolle 
des Komplementsystems bei der Laser-induzierten choroidalen Gefäßneubil-
dung. Diese stellt ein Modell für die altersbedingte Makuladegeneration dar. Bei 
der feuchten altersbedingten Makuladegeneration verschlimmern Gefäßneubil-
dungen der Choroidea im Auge den progredienten Visusverlust. Das retinale Pig-
mentepithel, eine Struktur, die es in dieser Art nur im Auge gibt,  spielt bei dieser 
Erkrankung eine zentrale Rolle (Thurman et al., 2009). Angesichts der Vielseitig-
keit des Komplementsystems erscheint es möglich, dass das Komplementsys-
tem kontextabhängig agiert. Es ist also nicht unbedingt ein Widerspruch, wenn 
der C5a-Rezeptor bei der AMD proangiogen wirkt, bei den in dieser Arbeit unter-
suchten Kontexten allerdings gegenteilig, nämlich antiangiogen.  
Der Komplementrezeptor für C5a wird auf Immunzellen und Endothelzellen 
exprimiert (Haviland et al., 1995). Interessanterweise haben wir diesen Rezeptor 
auch auf Thrombozyten nachweisen können, welche klassischerweise für die Hä-
mostase und Geweberegeneration zuständig sind. Auch wenn der C5a-Komple-




2011; Patzelt et al., 2015a), so haben wir nun erstmals eine funktionelle Rolle 
dieses Rezeptors beschrieben. Interessant ist, dass wir zeigen konnten, dass die 
Expression dieses Rezeptors durch die Aktivierung von Thrombozyten beein-
flusst wird (Nording et al., 2016). Dieses Ergebnis ist in Übereinstimmung mit 
früheren Berichten, die einen Zusammenhang zwischen Thrombozytenaktivie-
rung und Komplementaktivierung gezeigt haben (Martel et al., 2011).  
Sowohl in vitro als auch in vivo inhibiert C5a vermittels des thrombozytären 
C5a-Rezeptors die Angiogenese. Diese Arbeit konnte einen Mechanismus auf-
zeigen, der dieser Beobachtung zugrunde liegt. Auf C5a-Stimulation hin sekre-
tieren Thrombozyten PF4, welches antiangiogen auf Endothelzellen wirkt 
(Maurer et al., 2006). Dies wurde in vitro mittels Analyse des Effektes von C5a-
stimuliertem Thrombozytenüberstand auf verschiedene Endothelzellfunktionen 
wie auch in vivo mittels anti-PF4-Antikörper-Applikation untersucht. Dieser Me-
chanismus ist sicher einer von vielen weiteren, welche es in Zukunft aufzuklären 
gilt. Thrombozyten enthalten zahlreiche angiogen aktive Substanzen (Zaslavsky 
et al., 2010; Battinelli et al., 2011; Italiano et al., 2008; Stellos et al., 2010), welche 
funktionelle Bedeutung haben können. Auch auf C5a-Stimulation hin ist beispiel-
weise nicht nur die Sekretion von PF4 reguliert, wie das Ergebnis des Proteome 
Profilers (Abb. 3.13 A, Tabelle 7) zeigt. Die C5a-abhängige PF4-Sekretion ist al-
lerdings funktionell bedeutsam. Zum einen zeigte sich nach C5a-Stimulation im 
Thrombozytenüberstand die höchste Konzentration bei PF4. Zum anderen zeig-
ten weitere in vivo und in vitro-Experimente, dass der Beitrag von PF4 entschei-
dend für den thrombozytenvermittelten C5a-Effekt ist. Über welche 
Stimulationswege andere pro- und antiangiogenen Substanzen aus Thrombozy-
ten freigesetzt werden, muss in Zukunft näher erforscht werden.  
Unsere Beobachtungen sind von klinischer Relevanz, denn die pharmakolo-
gische Modulation der Angiogenese ist nicht nur bei Krebserkrankungen ein viel-
versprechendes therapeutisches Prinzip. Bei der Bekämpfung von Tumoren 
steht die Hemmung der Angiogenese im Vordergrund, da das Tumorwachstum 
dadurch unterbunden werden soll, dass die neoplastischen Zellen ihren Energie- 
und Sauerstoffbedarf nicht mehr decken können, wenn die Angiogenese mit dem 




Allgemeinen die Steigerung der Angiogenese im Vordergrund (Carmeliet, 2005; 
Korf-Klingebiel et al., 2015). Wenn Gewebe aufgrund eines Gefäßverschlusses 
oder einer chronischen Gefäßverengung geschädigt wird, hängt das Ausmaß der 
resultierenden Ischämie und damit das Ausmaß des entstehenden Schadens da-
von ab, wie schnell durch Induktion von Angiogenese die Versorgung des Gewe-
bes wiederhergestellt werden kann (Mitsos et al., 2012). Dies ist von großer 
klinischer Bedeutung, da beispielweise die Koronare Herzerkrankung und die da-
raus resultierende ischämische Kardiomyopathie für Millionen Todesfälle welt-
weit verantwortlich ist und weiterhin eine der Haupttodesursachen in den 
entwickelten Ländern darstellt (Murray and Lopez, 1997). Seit über 10 Jahren 
werden daher klinische Studien zur proangiogenen Therapie bei kardiovaskulä-
ren Erkrankungen durchgeführt. Diese haben allerdings zuletzt gemischte Ergeb-
nisse geliefert. Aufgrund einer Reihe von Schwierigkeiten ist es weiterhin unklar, 
wie therapeutische Angiogenese sicher und effektiv induziert werden kann 
(Mitsos et al., 2012). Wenn dies aber gelänge, könnte das einen maßgeglichen 
Durchbruch bei der Therapie der Koronaren Herzerkrankung darstellen (Mitsos 
et al., 2012). Ein gentherapeutischer Ansatz hat diesbezüglich bereits positive 
Ergebnisse geliefert. Mittels der Anwendung von AdVEGF121 bei Patienten mit 
nicht interventionell behandelbarer Koronarer Herzerkrankung zeigte sich eine 
objektive Verbesserung bei belastungsinduzierter Ischämie nach 26 Wochen 
(Stewart et al., 2006). Auch mittels Applikation von rekombinantem VEGF konnte 
eine Verbesserung der Angina pectoris-Beschwerden von KHK-Patienten er-
reicht werden (Henry et al., 2003). Eine Modulation der Angiogenese durch 
Thrombozyten ist auch insofern im Kontext kardiovaskulärer Erkrankungen von 
großer Bedeutung, weil es ein anerkanntes Therapiekonzept darstellt, die Funk-
tion von Thrombozyten bei diesen Erkrankungen zu hemmen (Dütting et al., 
2012). Welche Effekte dies auf die möglicherweise protektive Angiogenese in 
vivo ausübt, sollte in Zukunft untersucht werden.  
Auch die Modulation des Komplementsystems ist in therapeutischer Hinsicht 
von großer Bedeutung. Komplementinhibitoren wurden bereits als neue Medika-
mente beispielsweise bei der altersbedingten Makuladegeneration zugelassen 




2007). Auch bei thrombotischen Erkrankungen wie der paroxysmalen nächtlichen 
Hämoglobinurie sind Komplementmodulatoren als Therapeutika etabliert 
(Brodsky et al., 2006; Kelly et al., 2015), des Weiteren beim hämolytisch-urämi-
schen Syndrom (Noris et al., 2012). Aktuelle Studien untersuchen den Nutzen 
von Komplementmodulatoren bei Arthritis (Murayama et al., 2015), Sepsis 
(Rittirsch et al., 2008), dem Ischämie-Reperfusionssyndrom (Pavlov et al., 2012; 
Schwaeble et al., 2011), zur Prävention der Schädigung des Fötus bei Antiphos-
pholipidsyndrom (Girardi et al., 2003) oder beim abdominellen Aortenaneurysma 
(Zhou et al., 2012, 2013). Diese Arbeit legt nahe, dass sich mittels Inhibitoren der 
C5a-C5aR-Achse bei ischämischen Erkrankungen über den auf Thrombozyten 
exprimierten Rezeptor das angiogene Gleichgewicht hin zur Stimulation der An-
giogenese verschieben ließe.  
   
Zusammenfassend stellt diese Arbeit also eine Verbindung her zwischen den 
bereits beschriebenen antiangiogenen Effekten von Thrombozyten (Zaslavsky et 
al., 2010) sowie der antiangiogenen Rolle des Komplementsystems (Langer et 
al., 2010). Dies unterstreicht die Rolle von Thrombozyten und des Komplement-
systems bei der Modulation der Angiogenese und eröffnet hierdurch potentiell 










Seit einigen Jahren gibt es Hinweise, dass Thrombozyten an der Modulation 
der Blutgefäßneubildung, der Angiogenese, beteiligt sind. Bisher wurden aller-
dings erst wenige Mechanismen beschrieben, über die eine solche Modulation 
vermittelt wird. Diese Arbeit identifiziert den auf Thrombozyten exprimierten C5a-
Komplementrezeptor als einen wichtigen Mediator Thrombozyten-vermittelter Ef-
fekte sowohl auf zentrale Endothelzellfunktionen als auch der wachstumsfaktor-
vermittelten und hypoxiegetriggerten Angiogenese in vivo.  
 
Diese Arbeit zeigt im Matrigelplug-Assay, dass Thrombozyten wachstums-
faktorinduzierte Angiogenese inhibieren können. Außerdem konnten wir zeigen, 
dass Thrombozyten den C5a-Rezeptor exprimieren und dessen Expression nach 
Stimulation mit verschiedenen Plättchenaktivatoren modulieren. Die C5aR-Ex-
pression auf Thrombozyten nimmt zu, wenn diese mit Kollagen aktiviert werden, 
und auch bei Kontakt mit oxLDL, was die Bedeutung der Ergebnisse im Kontext 
der Atherosklerose hervorhebt. Wir konnten darüber hinaus C5aR-exprimierende 
Thrombozyten im ischämischen, also angiogen aktiven, Gewebe nachweisen. 
Die Koinkubation von Thrombozyten und Endothelzellen in vitro zeigte, dass der 
thrombozytäre C5a-Rezeptor keinen Einfluss auf die endotheliale Proliferation 
ausübt, die Migration und Tube formation von Endothelzellen allerdings inhibiert.  
Passend dazu zeigte sich in vivo, dass C5aR-Knockout-Mäuse ein erhöhtes 
Niveau an wachstumsfaktorinduzierter und hypoxiegetriggerter Angiogenese 
aufweisen. Interessanterweise ließ sich dieser Effekt nicht mehr signifikant nach-
weisen, wenn Thrombozyten systemisch depletiert wurden. Dies weist auf einen 
bedeutsamen Beitrag des thrombozytären C5a-Komplementrezeptors bei Steu-
erung der Angiogenese in vivo hin. Das wird dadurch unterstrichen, dass wir zei-
gen konnten, dass die Retransfusion von Thrombozyten mit intaktem C5a-
Rezeptor in C5aR-Knockout-Tiere deren erhöhtes Angiogeneseniveau im Matri-




Schließlich konnten wir demonstrieren, dass bereits der Überstand von C5a-
stimulierten Thrombozyten in vitro einen inhibitorischen Effekt auf die endotheli-
ale Migration und Tube formation vermittelt. Mittels Proteome profiling konnten 
wir den bekanntermaßen antiangiogenen Faktor PF4 als einen wichtigen für die-
sen Effekt verantwortlichen Faktor identifizieren. Nach C5a-Stimulation setzen 
Thrombozyten PF4 frei. Wird PF4 in vivo inhibiert, so lässt sich das Angiogene-
seniveau von C5aR-Knockout-Tieren mittels Retransfusion von WT-Thrombozy-
ten im Matrigelplug-Assay nicht mehr signifikant senken. Dieser Mechanismus 
trägt also auch in vivo maßgeblich zur thrombozytenvermittelten Inhibition der 
Angiogenese bei. 
 
Zusammenfassend führt C5a vermittels des thrombozytären C5a-Rezeptors 
zur Freisetzung von PF4 aus Thrombozyten. Thrombozyten üben so einen anti-
angiogenen Einfluss aus. Diese Arbeit beschreibt also einen konkreten Mecha-
nismus, wie Thromboyzten die Angiogenese steuern und beschreibt einen neuen 
Überschneidungspunkt des Komplementsystems, des Hämostasesystems und 
der Angiogenese. Diese drei Systeme sind bei zahlreichen Pathologien von gro-
ßer Bedeutung und ihr Zusammenspiel noch unvollständig verstanden. Die hier 
gewonnenen Erkenntnisse könnten daher auch für das Verständnis und die The-
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